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RESUMEN 
La pared celular de las microalgas es una barrera necesaria para su supervivencia en 
entornos acuáticos. Desafortunadamente, esta barrera afecta ciertos procesos de interés 
biotecnológico como la extracción de aceites, por lo tanto, el proceso de recuperación de 
lípidos es un proceso crítico. El principal componente de la membrana de los cloroplastos 
en las plantas superiores y en las algas verde-azules son los galactolípidos, de los cuales 
el monogalactosil-diacilglicerol (MGDG) y el digalactosil-diacilglicerol (DGDG) son los 
más predominantes específicamente. En esta investigación, se empleó la técnica de 
Langmuir para preparar monocapas de MGDG, DGDG y MGDG:DGDG 2:1 (p/p)  y al 
evaluar la capacidad del péptido lítico melitina de insertarse y perturbarlas, los resultados 
mostraron que la melitina tiene la propiedad intrínseca de interactuar y perturbar 
monocapas interfaciales que simulen la pared celular de las microalgas, por lo tanto, se 
puede proponer a este péptido como un pretratamiento biológico alternativo a los 
actualmente reportados para la extracción eficiente de aceites. A partir de la dosis mínima 
del péptido con la cual se presentó dicho efecto, se analizó la actividad lítica del 
tratamiento con la melitina sobre la microalga N. oleoabundans obteniendo un incremento 
en la cantidad de lípidos extraídos mediante el rompimiento celular mostrándose un 
incremento del doble en el % w/w de lípidos con respecto al control. Afirmando que la 
melitina tiene un efecto de disrupción celular sobre la microalga empleada en esta 
investigación.  
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ABSTRACT 
 
The cell wall of the microalgae is a necessary barrier for its survival in aquatic 
environments. Unfortunately, this barrier affects certain processes of biotechnological 
interest such as oil extraction, therefore, the process of lipid recovery is a critical process. 
The main component of chloroplast membranes in higher plants and in blue-green algae 
are galactolipids, of which monogalactosyl-diacylglycerol (MGDG) and digalactosyl-
diacylglycerol (DGDG) are the most predominant specifically. In this investigation, the 
Langmuir technique was used to prepare monolayers of MGDG, DGDG and MGDG: 
DGDG 2: 1 (w / w) and when evaluating the ability of melittin lytic peptide to insert and 
disturb them, the results showed that melittin has the intrinsic property of interacting and 
disturbing interfacial monolayers that simulate the cell wall of microalgae, therefore, can 
be proposed to this peptide as an alternative biological pretreatment to those currently 
reported for the efficient extraction of oils. From the minimum dose of the peptide with 
which this effect was presented, the lytic activity of the treatment with melittin was 
analyzed on the microalga N. oleoabundans obtaining an increase in the amount of lipids 
extracted by the cellular breakup showing an increase of two-fold % w / w with respect to 
the control. Affirming that melittin has a cellular disruption effect on the microalgae used 
in this investigation 
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INTRODUCCIÓN 
Las microalgas se han convertido en una de las alternativas más prometedoras para la 
problemática actual de los biocombustibles, esto es debido a que acumulan en sus células, 
grandes proporciones de lípidos y generan altos rendimientos de biomasa. A diferencia de 
los cultivos vegetales productores de aceites biocombustibles, estos microrganismos se 
pueden cultivar en pequeños espacios de tierras no-agrícolas, ya sea en agua dulce o salada 
y con mínimos requerimientos nutricionales para crecer (Nigam y Shing 2011). Una  de 
las principales limitantes para la competitividad económica de los biocombustibles a partir 
de microalgas es la incapacidad de sus células para excretar los lípidos que típicamente se 
encuentran encapsulados dentro de gránulos intracelulares, motivo por el cual la 
tecnología utilizada deberá implicar el rompimiento de las estructuras de membrana y 
pared celular para la liberación del producto de interés, dicha etapa reviste uno de los 
eventos más críticos y costosos del proceso, lo cual le impide competir exitosamente en 
el mercado con los demás tipos de combustibles.   
 Los métodos convencionales de recuperación de lípidos son métodos físicos, químicos y 
biológicos (Zhu et al. 2017). Sin embargo, todos estos métodos son costosos, poco 
eficientes y requieren de mucha energía, lo cual hacen que el proceso de producción de 
biodiesel con las microalgas como materia prima no sea factible. Como un método alterno 
se propone la melitina, la cual es el principal componente activo del veneno de la abeja, 
un péptido lítico ampliamente estudiado para el seguimiento de los mecanismos de 
formación de poros e interacciones lípido-proteína en las membranas, posee una alta 
actividad antiviral y antimicrobiana, además de propiedades citotóxicas sobre células de 
mamíferos. (Asthana et al. 2004; Hyun-Ji et al. 2013; Khatun y Mukhopadhyay 2013). A 
pesar de que se ha reportado la actividad del péptido contra diversos tipos de células, aún 
no se tienen reportes del efecto de este en las microalgas, por lo tanto, con esta 
investigación se pretendía evaluar el efecto lítico del péptido melitina sobre la cantidad de 
lípidos neutros recuperados de la microalga Neochloris oleoabundans UTEX 1185 bajo 
diferentes condiciones de cultivo que fueron concentración de nitratos y fosfatos y 
temperatura.  
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JUSTIFICACIÓN 
 
En el proceso de producción de biocombustibles de tercera generación, la recuperación de 
los lípidos es un proceso crítico debido a que representa de un 20 a 75 % del costo total 
de producción, esto es debido a que la pared celular imposibilita la recuperación de dichos 
lípidos. Una alternativa para esta problemática es el uso de un método de disrupción 
celular. Existen distintos métodos para alterar o romper la pared celular de las microalgas, 
pero todas estas requieren de energía adicional o son muy costosas. La melitina es un 
péptido altamente lítico para cualquier tipo de célula, sin embargo, no se había reportado 
su efecto en microalgas; el costo del péptido es relativamente bajo, por lo tanto, cumple 
la función de un pretratamiento para mejorar la eficiencia de la difusión del solvente al 
interior de la célula. 
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HIPÓTESIS 
 
El pretratamiento de disrupción celular mediante el péptido lítico melitina mejora el 
rendimiento del proceso de extracción de lípidos de cultivos de microalgas de la cepa 
Neochloris oleoabundans. 
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OBJETIVO DEL TRABAJO 
 
OBJETIVO GENERAL: 
Potenciar la extracción de lípidos de la microalga Neochloris oleoabundans mediante el 
rompimiento celular con el péptido melitina.  
 
OBJETIVOS PARTICULARES:  
 
 Preparar monocapas que simulen la pared celular de las microalgas y analizar la 
capacidad de la melitina para insertarse en ellas. 
 Cultivar la cepa Neochloris oleoabundans bajo diferentes condiciones 
nutrimentales. 
 Evaluar el efecto del pretratamiento sobre la microalga Neochloris oleoabundans 
aplicando la concentración máxima de melitina obtenida de la capacidad de la 
melitina para insertarse en las monocapas. 
 Comparar el posible incremento lipídico en la extracción por solventes en ausencia 
y presencia del pretratamiento. 
 Corroborar el efecto a nivel celular de la melitina como método de disrupción 
celular sobre la microalga Neochloris oleoabundans.  
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ANTECEDENTES 
 
1. Biocombustibles 
 
1.1.Definición y tipos de biocombustibles 
El término biocombustible es referido a los combustibles sólidos, líquidos o gaseosos que 
son producidos por fuentes renovables. La gran diferencia entre los biocombustibles y los 
combustibles de petróleo es el contenido de oxígeno; además de que los primeros no son 
contaminantes, son sustentables y son confiables para obtener de fuentes o recursos 
renovables.  Existe una clasificación de los biocombustibles de acuerdo con la fuente 
donde son obtenidos, la primera categoría la componen los biocombustibles de primera 
generación, los cuales son realizados de fuentes vegetales que son usadas para alimento, 
por ejemplo, cultivos de caña de azúcar y aceites vegetales. La segunda categoría la 
conforman los biocombustibles de segunda generación, en donde los biocombustibles se 
obtienen de cultivos no destinados para la industria alimenticia. Finalmente, los 
combustibles de tercera generación, en los cuales la fuente de materia prima son las 
microalgas. La viabilidad de los biocombustibles depende en gran parte del cultivo a partir 
del cual provienen y la tecnología a partir de la cual se obtuvieron. Por ejemplo, los 
obtenidos a partir de biomasa renovable: aceites vegetales (de girasol, colza, soja o palma), 
aceites usados (de fritura) (Zhang 2003), grasas animales y aceites de microalgas 
(Fernández et al. 2012). 
 
1.2.Importancia del biocombustible. 
 
Desde el inicio del siglo XXI los biocombustibles han adquirido interés a nivel mundial, 
la crisis de los recursos petrolíferos ha sido el motor para la búsqueda de nuevas fuentes 
de energía, en este contexto se desarrolló el biodiesel como un biocombustible alternativo. 
Una de las principales razones para desarrollar los biocombustibles es el obtener una 
mayor seguridad energética, lo que significa una disminución de las importaciones de 
combustibles fósiles y ahorro en divisas esto es debido a que a medida que el precio del 
petróleo incrementa, los biocombustibles son más competitivos. (Sims et al. 2006) Los 
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biocombustibles líquidos son importantes para el futuro porque tienen la capacidad de 
remplazar a los combustibles fósiles. 
1.3. Situación de los biocombustibles en México. 
 
La respuesta de México a la era de los biocombustibles es un tanto tardía, su participación 
responde prioritariamente a las tendencias internacionales más que a una propia política 
nacional, esta participación se inicia apenas en el 2007 con la aprobación de la Ley de 
Promoción y Desarrollo de los Bioenergéticos (DOF 2008), la política de esta ley es parte 
de la estrategia nacional para reducir la emisión de GEI y al problema de financiación para 
la producción de petróleo aunado a la baja en sus reservas nacionales, tiene como objetivo 
promover la producción de insumos para bioenergéticos a partir de las actividades 
agropecuarias, forestales, algas, procesos biotecnológicos y enzimáticos del campo 
mexicano, por lo tanto, el desarrollar nuevas tecnologías o mejorar las existentes es una 
gran oportunidad la investigación. 
 
2.Biocombustibles a partir de microalgas 
 
Los biocombustibles de tercera generación son llamados también biocombustibles 
avanzados debido a las materias primas y a los procesos tecnológicos utilizados para su 
producción, la materia prima de los combustibles de tercera generación son las microalgas. 
Estas son un conjunto heterogéneo de microorganismos fotosintéticos unicelulares 
procariotas (cianobacterias) y eucariotas, capaces de convertir la energía solar en energía 
química a través de la fotosíntesis, estas se localizan en diversos ambientes bajo un amplio 
rango de temperaturas, pH y disponibilidad de nutrientes (Amaya y Sarmiento 2010). 
Estos microorganismos prometen una gran producción de biodiesel por unidad de área 
debido a su alto contenido de lípidos, el cual supera a todas las fuentes de biodiesel 
utilizadas en la actualidad (Tabla 1). En contraste con otras fuentes de materia prima para 
la producción de biocombustibles, los biocombustibles a base de microalgas tienen 
numerosas ventajas, entre las que destaca que estos biocombustibles de tercera generación 
no tienen un impacto en el suministro de alimentos, al contrario de la primera generación 
de fuentes biocombustibles de aceite comestible como la soya, la palma y canola 
(Ramluckan et al. 2014).  Además de que pueden ser cultivadas en cualquier tierra 
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disponible, agua o solución salina, incluso en agua residual de manera que no afecta el 
uso del suelo para otros propósitos mientras que fuentes no comestibles de segunda 
generación, como la jatropha, requieren grandes cantidades de tierra cultivable 
(Ramluckan et al. 2014), y su cultivo no requiere el uso de herbicidas o pesticidas 
(Peñarranda et al. 2013).  La biotecnología de microalgas se inicia formalmente cuando 
en los años 50, científicos alemanes comenzaron a cultivar microalgas en forma masiva 
para obtener lípidos y proteínas, reemplazando a las proteínas animal y vegetal 
convencionales para consumo directo del ganado y del hombre. Durante el periodo 1955-
1970 se realizaron avances en la tecnología del cultivo de algas y se ampliaron los 
objetivos de su utilización (Belay 1997). Desde el año 2008 los investigadores en la 
Swinburne University of Technology en Sarawak, Malasia, extrajeron lípidos (aceites) de 
microalgas del género Chlorella, que fueron usados como precursores para la producción 
de biocombustibles (Swinburne Sarawak Research & Consultancy Office, 2010). 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
2.1. Tipos de lípidos producidos por microalgas.  
Debido a que los lípidos son el componente de las microalgas de donde se produce el 
biocombustible, es de gran importancia conocer la naturaleza de estos. Los ácidos grasos 
consisten en un grupo carboxílico hidrofílico unido a una cadena hidrofóbica de 
hidrocarburos, debido a esta dualidad se les clasifica como anfipáticos. Los ácidos grasos 
son constituyentes de moléculas lipídicas y se les denomina en base a sus dos importantes 
Tabla 1.Aceite producido por diferentes cultivos. (Chisti 2007) 
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características que son: número total de átomos de carbono y el tipo de enlace (doble o 
sencillo) en su cadena. Los ácidos grasos saturados son de enlace sencillo, mientras que 
los insaturados son de enlace doble. Cuando el extremo carboxilo de la molécula de ácido 
graso se une a una cabeza polar sin carga, se forma un lípido neutro.  Por otro lado, cuando 
la asociación de dicho extremo se une a un grupo con carga, se forma una molécula de 
lípido polar. Los lípidos se pueden definir como moléculas biológicas que son solubles en 
solventes orgánicos y la mayoría de ellos contienen ácidos grasos. Dichos lípidos se 
pueden clasificar en dos categorías basadas en la polaridad del grupo que está en la cabeza, 
las cuales son: lípidos neutros que son los acilgliceroles y ácidos grasos libres, y lípidos 
polares que se subcategorizan en fosfolípidos y glicolípidos (Halim et al. 2012). 
Los lípidos neutros en las células de las microalgas son usados principalmente como 
almacenamiento de energía, mientras que los lípidos polares forman la bicapa de la 
membrana. Los acilgliceroles consisten en ácidos grasos unidos por un enlace éster a un 
glicerol y son categorizados de acuerdo con su número de ácidos grasos en 
triacilglicéridos, di acilglicéridos y monos acilglicéridos. 
 En las microalgas, los principales componentes de la fracción lipídica son 
triacilgliceroles, ácidos grasos libres, ceras, esteroles, hidrocarburos, glucolípidos y 
fosfolípidos. La composición de ácidos grasos de las microalgas comúnmente incluye 
moléculas lineales de 12 a 22 átomos de carbono en número par, saturadas e insaturadas, 
donde la posición y el número de enlaces dobles (1 a 6) es variable. Los ácidos grasos que 
van desde C16 a C18 son los más frecuentes, no obstante moléculas de cadena media 
(C10, C12, C14) o moléculas demasiado largas (> C20) predominan en algunas especies 
(HU Qiang et al. 2008). La composición del perfil de ácidos grasos extraídos por las 
diferentes especies de microalgas es afectada por el ciclo de vida de la especie, así como 
sus condiciones de cultivo, composición del medio, temperatura, intensidad lumínica. Por 
ejemplo, las microalgas cultivadas durante su fase estacionaria tienen menos lípidos 
polares comparado con los lípidos obtenidos durante la fase logarítmica (Halim et al. 
2012) 
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 2.2.  Proceso de producción de biodiesel 
 
El proceso de producción de biodiesel está conformado en términos generales por las 
etapas de cultivo de microalgas, cosecha, secado, extracción lipídica y transesterificación 
(Figura 1). Las microalgas pueden cultivarse de dos maneras: de forma abierta o en 
sistemas cerrados. Los cultivos abiertos comprenden sistemas naturales (lagos, lagunas, 
estanques), artificiales, de superficie inclinada y estanques tipo circuito ‘Raceway ponds’, 
en este tipo de sistemas, las microalgas crecen en el entorno en donde los parámetros de 
cultivo (temperatura y la intensidad de la luz) dependen de las condiciones 
meteorológicas, las  microalgas cultivadas en un sistema de este tipo a menudo sufren de 
tasas de crecimiento imprecisas y son más susceptibles a la contaminación por la invasión 
de especies locales (Figura 2).  
 
 
Figura 1. Proceso integrado de producción de biodiesel y bioetanol a partir de microalgas. (Garibay et al. 
2009) 
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En lo que respecta al cultivo de microalgas en sistemas cerrados se pueden tener las 
condiciones de cultivo controladas, además la ventaja de que estos sistemas proporcionan 
protección contra la contaminación o invasión de especies locales, a pesar de esto, los 
sistemas cerrados no son preferidos por el inconveniente de su alto costo de operación 
(Halim et al. 2012).   
 
2.3 Condiciones que propician el incremento en la producción de lípidos en las 
microalgas. 
El medio de cultivo para las microalgas debe contener todos los elementos constituyentes 
de la célula como lo son el nitrógeno (N), el fósforo (P), el hierro (Fe) y algunos metales 
traza (Berberoglu et al. 2009), sin embargo, para la producción de biodiesel a partir de 
microalgas es también importante considerar que se puede optimizar el proceso mediante 
un aumento en la cantidad de la producción de lípidos ya que estas responden a estímulos 
estresantes.  
 
 
Figura 2.Sistemas para producción de microalgas. (a) Sistema tipo ‘circuito’: tipo de sistema con paletas 
giratorias para la circulación del agua. (b) Fotobiorreactor tubular. 
                                           a                                       b 
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2.3.1 Limitación de nutrientes.   
El crecimiento de las microalgas y la composición lipídica son afectados por la 
disponibilidad de nutrientes, el caso comúnmente reportado es el déficit de nutrientes (Lin 
et al. 2012), esto es debido a que bajo dichas condiciones la tasa de división celular es 
reducida pero la biosíntesis de ácidos grasos se mantiene en ciertas especies siempre y 
cuando se tenga suficiente luz y CO2 para que se realice la fotosíntesis. 
Bajo condiciones normales de cultivo las microalgas presentan un contenido de lípidos 
que varía entre el 20 y 50% de su peso seco, sin embargo, cuando se someten a situaciones 
de estrés, frecuentemente incrementan su fracción lipídica. Aun cuando bajo condiciones 
de estrés algunas microalgas pueden alcanzar contenidos de lípidos superiores al 40 %, la 
calidad del biodiesel es considerablemente afectada por la composición de los ácidos 
grasos de los lípidos (Knothe 2008). Se ha reportado en estudios de determinaciones 
lipídicas de especies como Chlorella sp. y Scenedesmus sp. Resultando más productiva la 
cepa Chlorella sp. con un valor máximo de 37% PS para los estímulos estresantes 
aplicados que fueron déficit de nitrógeno e incremento de fierro, este valor es seguido por 
la cepa de Scenedesmus sp. con 18%. (Junda et al. 2012). Al usar aire enriquecido con 
CO2 en valores cercanos al 2% la cantidad de lípidos que puede producir microalgas como 
Scenedesmus, Chlorella o Nannochloropsis pueden incrementarse hasta 12, 8 ó 5 veces, 
respectivamente (Chen et al. 2011). Al igual que el nitrógeno, hay reportes de mayores 
acumulaciones de lípidos con una limitación de fósforo (Dean et al. 2010). 
El nitrógeno es el macronutriente más importante para las microalgas, este influye en el 
metabolismo lipídico y en el crecimiento (Sharma et al. 2012). Mientras que el fósforo 
influye significativamente en la transferencia de energía y la transducción de señales 
mediadas en los procesos metabólicos celulares, fotosíntesis y respiración. La limitación 
de fósforo causa defectos en la división celular además perjudica la síntesis de 
fosfolípidos, lo cual promueve la síntesis de triacilglicéridos (Deng et al. 2011) 
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2.3.2 Intensidad lumínica y temperatura  
 
La luz es un factor elemental para la sobrevivencia y crecimiento de organismos 
autótrofos. En el caso particular de las microalgas, pueden crecer bajo diferentes 
intensidades de luz y muestran alteraciones notables en su composición y fotosíntesis 
debido a este factor (Hu et al. 2008). El metabolismo lipídico es modulado bajo la 
influencia de las diferentes intensidades de luz, esto conduce a una alteración del perfil 
lipídico. A intensidades de luz bajas se induce la generación de lípidos polares de 
membrana unidos al cloroplasto, mientras que a intensidades de luz altas el contenido total 
de lípidos polares decrece con un incremento en los lípidos neutros, principalmente 
triacilglicéridos (Sharma et al. 2012). Tal es el caso de Chlorella sp. y Monoraphidium 
sp. en donde se aplicaron altas intensidades lumínicas y se incrementó tres veces la 
cantidad de lípidos comparado con intensidad de luz baja (He et al. 2015). 
Además de la intensidad lumínica, otro factor importante en lo que respecta a la luz son 
los ciclos de luz y oscuridad, los cuales se les llama fotoperiodos, tal es el caso de 
Dunaliella viridis en la cual con un fotoperiodo de luz y oscuridad se incrementó el 
contenido total de lípidos (Gordillo et al. 1998). 
En lo que respecta a la temperatura, las microalgas tienen la capacidad de sobrevivir y 
crecer en un amplio rango de temperaturas, desde 15°C a 40°C. Dicho factor tiene gran 
influencia en la composición de los ácidos grasos específicamente en la saturación de los 
lípidos de membrana, esto lo hace la célula para adaptarse a cambios en el ambiente debido 
al cambio de temperatura. En la mayoría de las especies de microalgas, la insaturación de 
los ácidos grasos incrementa cuando decrece la temperatura, entonces cuando se manejan 
altas temperaturas se incrementan las saturaciones de los ácidos grasos. Un estudio en 
donde se sometió a Monoraphidium sp. SB2 a un crecimiento con 32°C mostró un 
incremento en el contenido lipídico (L. F. Wu et al. 2013) lo cual puede confirmar lo 
anteriormente mencionado. 
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2.4. Neochloris oleoabundans 
 
Neochloris oleoabundans también conocida como Ettila oleoabundans es una clorofita 
oleaginosa de agua dulce perteneciente a la clase Chlorophyceae y a la familia 
Chlorococcaceae. Fue aislada por primera vez del desierto en Arabia Saudita de un 
ambiente árido en donde el acceso al agua es siempre un reto. En términos de formas de 
crecimiento, esta microalga tiene la capacidad de crecer bajo condiciones fototróficas, 
heterotróficas o mixotróficas (Morales-Sánchez et al. 2014). 
La reproducción de esta microalga es llevada a cabo mediante zoosporas (da Silva et al. 
2009).  Su forma celular es generalmente esférica y mide de 3-4µm de diámetro, pero esto 
puede cambiar de acuerdo a las condiciones de cultivo o la fase de crecimiento 
(Baldisserotto et al. 2014; Giovanardi et al. 2014). (Davis et al. 2012) indica que el tamaño 
promedio del diámetro celular incrementa a 5.2 µm cuando se utilizan concentraciones 
bajas de nitratos en el medio de cultivo.  
Hay muchas evidencias del valor nutricional de esta especie para su empleo en acuicultura. 
Sin embargo, el reciente interés que ha adquirido esta especie se relaciona con la obtención 
de bioenergía, concretamente de biodiesel, y se debe a su capacidad para almacenar 
elevadas cantidades de aceite. En condiciones estándar de crecimiento, N. oleoabundans 
contiene alrededor de 30% de lípidos respecto a su peso seco. No obstante, bajo 
determinadas condiciones de cultivo puede llegar a acumular hasta un 54% de lípidos en 
su citoplasma, de los que el 80% están como triglicéridos (Tornabene et al. 1983). Por 
otro lado, N. oleoabundans muestra un elevado contenido en ácidos grasos saturados de 
16–20 carbonos en su perfil lipídico, tal como es requerido para la conversión a biodiesel, 
lo que la convierte en una de las especies de microalgas más adecuadas para este fin. 
La privación de nitrógeno en el medio es la condición de estrés más común en todas las 
especies de microalgas, incluida N. oleoabundans (Baldisserotto et al. 2014), sin embargo, 
la luz también es uno de los factores limitantes más importantes para el cultivo de 
microalgas. A pesar de que estas se adaptan a diferentes intensidades, se ha reportado que 
se recomienda una intensidad lumínica de 200 µmol m2 s-1 para esta microalga (X. Sun et 
al. 2014). Además de los nutrientes y la intensidad lumínica, otro factor importante es la 
temperatura, de hecho, se menciona por (Y. Yang et al. 2013) que la temperatura es un 
factor más significativo en comparación a la intensidad lumínica para esta microalga, ya 
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que la temperatura afecta a en el consumo de nutrientes, ósea la microalga tiende a 
consumir más nitratos a altas temperaturas. En estudios anteriores realizados por (B. Wang 
y  Lan 2011) se concluyó que un rango de 25-30° proveía un óptimo crecimiento.  
 
2.5. Problemática en procesos de extracción de lípidos de microalgas.  
 
La producción de biodiesel a partir de los lípidos extraídos de microalgas ha sido 
considerada como una prometedora y potencial fuente de combustible renovable que 
podría sustituir a los combustibles fósiles (Ramluckan et al. 2014). Sin embargo, este 
enfoque todavía no se comercializa debido a altos costos de los procesos que están 
asociados con el tiempo y/o secado intensivo de energía, y los procesos de extracción de 
lípidos (Taher Al-Zuhair et.al. 2014) debido a que las microalgas no secretan los lípidos 
producidos.  Dicho proceso de recuperación de los lípidos es considerado uno de los más 
costosos, abarcando desde un 20-75 % del costo total de producir el biocombustible 
(Uduman et al. 2010), el cual en estudios anteriores se ha reportado que ronda los $11.57 
dólares por galón(A. Sun et al. 2011), lo cual no resulta ser competitivo con los 
combustibles basados en petróleo que ronda los $ 3.00 dólares por galón (EIA, USA 
2018).  
El principal problema a la hora de realizar la extracción del aceite de las microalgas es el 
rompimiento de la pared celular, puesto que algunas especies como por ejemplo 
Botryoccocus braunii, poseen una matriz celular compleja, otras como las diatomeas, 
poseen frústulas de hidratos de sílice, las cuales las protegen. Por tanto, la ruptura celular 
es particularmente compleja, debido a la diferencia que existe a nivel de composición de 
pared celular entre los diferentes géneros de microalgas (Richmond 2004). Pese a las 
dificultades que se puedan presentar, el método de disrupción celular es de gran 
importancia en la obtención de los productos intracelulares de los microorganismos, y es 
clave para aumentar la eficiencia en la extracción de lípidos, puesto que, al romper la 
estructura celular, más lípidos almacenados dentro de las células pueden ser liberados 
favoreciendo el contacto de estos con el solvente orgánico (Lee et al. 2009).  
Hace algunos años se empezaron los estudios de la etapa de extracción del aceite de las 
microalgas para su posterior transformación en biodiesel (Chisti Y. 2007) debido a la 
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importancia de esta etapa en la eficiencia y los costos globales del proceso, los 
investigadores de varios países empezaron a evaluar los diferentes métodos en función de 
la composición de la pared celular de la microalga que se va a someter a extracción. 
 
2.6.Pared celular de microalgas  
Las microalgas guardan sus valiosos componentes dentro de la célula detrás de una 
resistente y gruesa pared celular, que para removerla es necesario el uso de tecnología que 
implica el uso de energía o pasos que incluyen el uso de solventes. Dicha barrera física se 
encuentra poco entendida aún debido a que existen grandes discrepancias en su estructura 
y/o composición entre las familias y géneros o especies debido a la gran diversidad de este 
tipo de microorganismo, ya sea su fenotipo o etapa del ciclo de vida (Baudelet et al. 2017). 
Existen diferentes reportes en donde mencionan la composición de la pared celular de las 
algas pertenecientes a la familia Chlorococcaceae en los cuales se menciona que dichas 
paredes son ricas en galactosa, glucosa y ramnosa, en algunas otras la manosa y glucosa 
son los carbohidratos principales y con significativas cantidades de glucosamina. 
(Blumreisinger et al. 1983). 
La pared celular en la microalga N. oleoabundans según (Rashidi y Trindade 2018) está 
compuesta de carbohidratos en 24.3%, proteínas 31.5%, lípidos 22.2% y de 7.8% de 
material inorgánico, lo cual coincide con la pared celular de las plantas terrestres en donde 
los carbohidratos son el principal componente. Dentro del porcentaje de carbohidratos 
mencionado se encuentran polisacáridos compuestos esencialmente de ramnosa, galactosa 
ácido glucurónico y glucosamina. En lo que respecta a la morfología celular, la pared 
celular tiene un grosor de aproximadamente 200 nm y consiste en dos capas y una de ellas 
es posiblemente rica en carbohidratos. La información con la que se cuenta actualmente 
resulta de mucha utilidad para entender la complejidad de la pared celular y cómo influye 
en el proceso de la obtención de sus contenidos intracelulares.  
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2.7.Disrupción celular y extracción de lípidos de microalgas 
Hay varias formas en que disrupción se puede lograr, con base en la acción mecánica, 
como homogeneizadores, molinos de grano y ultrasonidos, o la acción no mecánica, por 
ejemplo, congelación, hidrólisis y shock osmótico, pero como ya se ha mencionado, 
todas estas formas implican dificultades técnicas o económicas. 
 
2.7.1. Métodos físicos  
 
La destrucción mecánica como herramienta de extracción de componentes de microalgas, 
abarca varias clases de dispositivos mecánicos como homogeneizadores celulares, 
molinos de bolas, sistemas de prensado (Lee et al. 2009). En un estudio se evaluaron varios 
sistemas de destrucción mecánica para la extracción de lípidos de la microalga 
Botrycoccus braunii concluyendo que el mayor porcentaje de extracción de aceite se 
obtuvo al utilizar un molino de bolas con esferas cristal de 1 mm. durante un minuto. A 
pesar de que la disrupción mecánica generalmente provee altos rendimientos de 
recuperación con un buen control y escalabilidad, poseen la desventaja de la dificultad 
para la recuperación del aceite extraído, adicionalmente, al ser una técnica que destruye 
mediante impactos la pared celular, libera además de los lípidos, otras sustancias presentes 
dentro de la célula, todo esto hace que esta clase de métodos sean utilizados en 
combinación con métodos de solventes químicos. 
El método de extracción más común ha sido por muchos años el método de solventes 
químicos para obtener lípidos de células animales y vegetales; este método también se 
utiliza para la extracción de lípidos de microalgas, una gran variedad de solventes 
orgánicos suelen ser utilizados en la extracción de aceite de microalgas, siendo los más 
populares el hexano y el etanol, mediante una mezcla hexano-etanol, es posible extraer 
más del 98% de los ácidos grasos presentes en la biomasa (Richmond et al. 2004), sin 
embargo, al ser el etanol un buen solvente de extracción, su selectividad hacia los lípidos 
es relativamente baja comparada con otros solventes, por lo que en extracciones con 
etanol, pueden aparecer otros componentes de las microalgas como azúcares, pigmentos 
o aminoácidos.   
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2.7.2. Métodos no-mecánicos  
En este tipo de disrupción se utilizan métodos basados en materiales químicos o biológicos  
que interactúan con la pared celular o la membrana para dejar pasar los componentes 
intracelulares en el medio (Dong et al. 2016). Estos métodos aparentemente no necesitan 
de un consumo de energía excesiva como los mecánicos, sin embargo, el efecto de estos 
métodos tiene relación entre la dosis y el tipo de materiales, lo cual pudiera generar un 
impacto económico. 
En la disrupción química varios materiales han sido probados como ácidos, solventes, 
sales, nanopartículas y surfactantes. La selectividad, sustentabilidad y la eficiencia de 
estos compuestos dependerá totalmente de la estructura y composición de la pared celular 
de la microalga (Lee et al. 2017).  
La disrupción celular también puede llevarse a cabo por métodos biológicos, los cuales 
involucran lisis enzimáticas o tratamientos alguicidas. Las ventajas de estas técnicas es 
que tienen especificidad, condiciones de operación suaves y bajo consumo de energía 
(Günerken et al. 2015). En la extracción enzimática se degrada la pared celular de las 
microalgas mediante el empleo de enzimas, esto facilita la salida de los aceites presentes 
en la célula para su posterior transformación en biodiesel, estas enzimas, también pueden 
ser utilizadas para transformar los ácidos grasos presentes en las microalgas, en lípidos 
aptos para su posterior transesterificación (Ward y Singh  2005). , sin embargo, la 
actividad enzimática se ve afectada por muchas variables como la naturaleza de la enzima, 
las concentraciones y las razones de los reactantes, la composición de los aceites o mezclas 
de ácidos grasos, la composición de la pared celular, el contenido inicial de agua, la 
temperatura, entre otros (Robles et al. 1998). Entre las enzimas líticas previamente 
probadas se encuentra la celulasa, lipasa y proteasa (Ravanal et al. 2016; Sierra et al. 2017; 
D. Wang et al. 2015; Zheng et al. 2016) además de combinaciones con los métodos 
mecánicos.  Aunque aparentemente los métodos enzimáticos son considerados como los 
que consumen menos energía y amigables con el ambiente, el reto está en la 
implementación del escalamiento y los tiempos de respuesta, el costo, la estabilidad y el 
re-uso (Günerken et al. 2015). 
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Se ha reportado también el uso de péptidos algicidas para causar disrupción celular , en 
uno de ellos el motivo del estudio fue evaluar la toxicidad de Bacillus cereus (Kataev et 
al. 2012). Ellos propusieron un posible mecanismo de acción en el que las toxinas 
peptídicas efectúan la lisis celular. Primero, la toxina peptídica cuando está en forma de 
monómero penetra la envoltura celular de la microalga y se incorpora a la membrana 
plasmática. Después, los monómeros son oligomerizados en estructuras formadoras de 
poros. Posteriormente ocurre una permeabilidad selectiva de iones calcio causando una 
reducción de la resistencia de la membrana plasmática. Finalmente, la formación del poro 
conduce a la perturbación de la homeostasis y eso lleva a la muerte celular y lisis.  
Otros reportes de efecto alguicida proveniente de derivados de péptidos, son los realizados 
por (S. C. Park et al. 2011)(S.-C. Park et al. 2008)  en donde por medio del péptido α-
helicoidal HP y sus análogos HPA3 y HPR3NT3. Se observó un efecto de reducción en 
la movilidad de las algas, la disrupción de su membrana plasmática y la liberación de los 
componentes intracelulares. Ellos proponen el mecanismo en el cual el péptido actúa sobre 
la célula mediante formación de poros, lisando la membrana. El carácter anfipático del 
péptido deriva en permitir que las moléculas actúen en la membrana por una actividad 
permeante, y así puedan unirse fácilmente a la membrana plasmática e insertarse en la 
bicapa lipídica.   
 
3. Técnicas para analizar el contenido lipídico.  
 
El análisis tradicional del contenido de lípidos en muestras biológicas se ha realizado por 
extracción con disolvente y determinación gravimétrica (Bligh y Dyer, 1959). Un análisis 
más detallado y caracterización se realiza por GC o HPLC (Carvalho y Malcata 2005 y 
Wiltshire et al., 2000). Una desventaja de estas técnicas, en términos de selección de alto 
rendimiento y la medición en el momento, es que los pasos necesarios para tanto del 
extracto como derivatizar los ácidos grasos para el análisis de GC son numerosas y 
consume mucho tiempo. Por otra parte, las cantidades adecuadas de biomasa deben ser 
cultivadas para la extracción y derivatización (aproximadamente 10-15 mg de peso 
húmedo de células (Akoto et al. 2005). La cantidad de muestra y el tiempo de preparación, 
sin embargo, pueden reducirse en gran medida si el contenido de lípidos de las células de 
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algas se mide in situ. La técnica debe ser aplicable al cultivo en biorreactores en miniatura 
y uso de microsondas basados en fluorescencia (Harms et al. 2002 y Kostov et al. 2001).  
La medición de lípidos se ha realizado previamente usando Rojo Nilo, una sonda 
fluorescente soluble en lípidos que posee varias características ventajosas en la medición 
in situ. Es relativamente fotoestable, intensamente fluorescente en disolventes orgánicos 
y entornos hidrófobos, pero tiene un rendimiento cuántico bajo en agua (Fowler et al. 
1979). El máximo de emisión de Rojo Nilo está desplazado al azul como la polaridad del 
medio ambiente circundante disminuye, (Cooksey et al. 1987, Greenspan y Fowler, 1985, 
Laughton, 1986; Lee et al. 1998) lo que permite diferenciar entre los lípidos neutros de 
los lípidos polares dando por hecho la elección apropiada de las longitudes de onda de 
excitación y emisión. 
 
4. Péptido melitina  
 
Se pueden probar otras alternativas en el proceso de disrupción que puedan combatir la 
problemática del proceso de extracción, existen varias clases de moléculas como péptidos 
anfipáticos que pueden perturbar la permeabilidad de la membrana e inducir a que se 
elimine el material atrapado. (Liu y Regen 1993). La melitina es el principal componente 
de la abeja de la miel (Apis mellifera). Es un péptido lítico catiónico (Dempsey 1990), se 
identificó por primera vez como un factor lítico directo (Neumann et al. 1953), este 
péptido es uno de los más usados con propiedades de interacción lípidos- proteína a nivel 
molecular (Dempsey 1990). La molécula está compuesta por 26 residuos de aminoácidos 
seguidos por la secuencia: Gly-Ile-Gly-Ala-Val-Leu-Lys-Val-Leu-Thr-Thr-Gly-Leu-Pro-
Ala-Leu-Ile-Ser-Trp-Ile-Lys-Arg-Lys-Arg-Gln-Gln-NH2 (Habermann y Jentsch 1967), el 
tamaño pequeño y la fácil disponibilidad de la melitina hacen que sea un excelente péptido 
modelo para estudiar la interacción lípido-proteína.  
El modo de acción del péptido melitina depende de la composición de la membrana; 
diferentes modelos de membrana se han utilizado para estudiar la interacción melitina-
lípido (Ferre et al. 2009; Ningsih et al. 2012; Rapson et al. 2011). En agua, el péptido 
melitina puede existir como monómero o a altas concentraciones o alta fuerza iónica como 
tetrámero. En la forma monomérica la conformación es desordenada, mientras que en la 
forma de tetrámero predomina en α-hélice (Vogel y Jähnig 1986). 
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Es común que se crea que la formación de poros es un modo de acción producido 
naturalmente por péptidos como péptidos antimicrobianos y toxinas (Schwarz et al. 1992), 
bajo ciertas condiciones, la molécula de melitina se inserta en la bicapa lipídica y forma 
múltiples agregados que son controlados por la temperatura, pH, fuerza iónica, 
composición lipídica. Varios estudios mostraron que la melitina forma poros de diferentes 
tamaños y distribución, por ejemplo, en el rango de 10-60 A˚ (Rex 1996), 13–24 A˚ 
(Matsuzaki et al. 1997) y 25–30 A˚ (Ladokhin et al. 1997). 
El péptido interactúa espontáneamente con membranas fosfolipídicas, a bajas 
concentraciones se une a las membranas como una α-hélice anfipática induciendo la 
formación de un poro, mientras que a altas concentraciones conduce a la extracción de 
lípidos por la formación de biselas solubles de lípido/péptido (Lafleur et al. 1987; Lafleur 
et al. 1991). El péptido melitina tiene un amplio espectro de actividad contra células 
eucariotas y procariotas (Jamasbi et al. 2014), puede atacar células vivas como glóbulos 
rojos y unirse a su membrana espontáneamente conduciendo a la disrupción celular y 
hemólisis. Se analizaron los efectos biológicos del péptido melitina sobre la microalga 
unicelular Pseudokirchneriella subcapitata, con la finalidad de evaluar la toxicidad 
cuando se le da un uso terapéutico a dicho péptido. Mediante los resultados obtenidos 
encontraron a la melitina  ejerciendo efecto un tóxico en la microalga bajo una dosis de 
10 µg/ml, en la cual, se presentó un efecto tóxico de casi el 100% (Galdiero et al. 2015). 
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CAPÍTULO 1.  
RESUMEN 
 
La pared de las microalgas es una barrera necesaria para su supervivencia en entornos 
acuáticos. Desafortunadamente, esta barrera afecta ciertos procesos de interés 
biotecnológico como la extracción de aceites, por tanto, el empleo de péptidos líticos o 
enzimas capaces de degradar la pared celular de las microalgas son un paso crítico para el 
empleo eficiente de la biomasa. El principal componente de la membrana de los 
cloroplastos en las plantas superiores y en las algas verde-azules son los galactolípidos, 
de los cuales el monogalactosil-diacilglicerol (MGDG) y el digalactosil-diacilglicerol 
(DGDG) son los más predominantes. En este capítulo se empleó la técnica de Langmuir 
para preparar monocapas de MGDG, DGDG y MGDG:DGDG 2:1 (p/p) que semejan la 
pared celular de las microalgas y al evaluar la capacidad del péptido lítico melitina de 
insertarse y perturbarlas. Los resultados mostraron que la melitina tiene la propiedad 
intrínseca de interactuar y perturbar monocapas interfaciales que simulen la pared celular 
de las microalgas, por lo tanto, se puede proponer a este péptido como un pretratamiento 
biológico alternativo a los actualmente reportados, para la extracción eficiente de aceites.  
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INTRODUCCIÓN 
 
Las microalgas son organismos fotosintéticos que han adquirido un gran interés debido a 
que producen lípidos que fácilmente pueden ser convertidos a biocombustibles, sin 
embargo, la recuperación de estos lípidos requiere de una pared celular suficientemente 
permeable para permitirla. Actualmente existen numerosos métodos para realizar 
disrupción celular en las microalgas y recuperar los lípidos, pero estos métodos 
generalmente requieren de energía y/o son costosos.  Los métodos enzimáticos son una 
alternativa que requiere de poca energía y se han usado anteriormente en la industria para 
la degradación de material lignocelulósico y fermentar los azúcares a etanol, además 
también se han aplicado estos métodos enzimáticos para degradar estructuras celulares en 
microalgas sin ser totalmente eficientes.  
El principal problema con la obtención de lípidos de microalgas es la complejidad de la 
pared celular y también la variabilidad de su composición entre las diferentes especies.  
Takeda y Hirokawa (1978) reportan que la pared celular de C.ellipsoidea contiene 
glucosamina, galactosa, ramnosa, arabinosa, xilosa y manosa. Los galactolípidos son el 
principal componente de membranas cloroplásticas y de membranas de algas verdes en 
general, siendo MGDG (monogalactosil -diacilglicerol) y DGDG (digalactosil-
diacilglicerol) los predominantes.  
Hasta la fecha, la melitina es uno de los péptidos antimicrobianos y citolíticos más 
estudiados. Es el principal componente del veneno de Apis mellifera y contiene 26 
residuos de aminoácidos siendo mayormente hidrofóbico (1-20). Debido a su propiedad 
anfifílica, es soluble en agua y puede asociarse espontáneamente con membranas naturales 
y artificiales. En este capítulo se empleó la técnica de Langmuir para preparar monocapas 
de MGDG, DGDG y MGDG:DGDG 2:1 (p/p) que semejan la pared celular de las 
microalgas y evaluar la capacidad del péptido lítico melitina de insertarse y perturbarlas, 
con la finalidad de proponer a este péptido como un pretratamiento biológico alternativo 
a los actualmente reportados, para la extracción eficiente de aceites.  
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MATERIAL Y MÉTODOS 
 
Los lípidos monogalactosil-diacilglicerol (MGDG) y digalactosil-diacilglicerol (DGDG) 
se adquirieron de Avanti Polar Lipids (Birmingham, AL, USA). La melitina se adquirió 
de Sigma-Aldrich (St. Louis, MO, USA). Los disolventes orgánicos de calidad analítica 
que se emplearon, cloroformo y metanol se obtuvieron de Merck. 
Adsorción interfacial 
La capacidad del péptido melitina para alcanzar la interfase aire-líquido y formar una 
monocapa, se analizó monitorizando los cambios en la presión superficial tras inyectar 
pequeños volúmenes de una solución metanólica de péptido a una concentración de 
1mg/mL en la subfase acuosa. Para ello se utilizó una microcubeta de teflón de 1.5mL en 
la balanza de superficies de tipo Langmuir-Wilhelmy, rellena con buffer Tris 5mM pH 
7.4 NaCl 100mM en agua bidestilada y con agitación continua para evitar que la difusión 
fuera la etapa limitante del proceso. La medida de la variación de la presión superficial se 
registró en función del tiempo. En los ensayos, se inyectaron entre 2 y 10L de solución 
peptídica y la temperatura se mantuvo constante a 25ºC.  
Interacción de la melitina con monocapas lipídicas preformadas. 
La tendencia de la melitina a interactuar con monocapas de MGDG o DGDG se analizó 
mediante el seguimiento de los cambios en la presión superficial () de monocapas 
lipídicas preformadas tras la inyección de soluciones peptídicas en la subfase acuosa sobre 
la que se formó una capa monomolecular de los galactolípidos a diferentes presiones 
iniciales (i). El incremento observado en la presión superficial tras la inyección del 
péptido se interpreta como una consecuencia de cambios en el empaquetamiento lateral 
debido a la interacción y posible posterior inserción de éste en la monocapa. La presión 
crítica de inserción (c) corresponde a la máxima presión inicial (i) de la monocapa que 
permite la interacción y eventual inserción del péptido. Los experimentos de inserción se 
realizaron en la misma microcubeta de teflón utilizada para los experimentos de adsorción. 
La monocapa se formó depositando pequeños volúmenes de soluciones concentradas de 
MGDG, DGDG o MGDG/DGDG 2:1 (p/p) en cloroformo/metanol 3:1 (v/v) sobre 1.5mL 
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de hipofase acuosa. Después de la formación de la monocapa a la presión inicial deseada 
y una vez permitida la evaporación del disolvente, se inyectaron 10L de una solución 
metanólica de melitina a una concentración de 1mg/mL, registrándose los cambios en la 
presión superficial en función del tiempo. La inyección de cantidades equivalentes de 
metanol en ausencia de péptido permitió comprobar que el volumen utilizado de metanol 
no tenía efecto alguno en la presión lateral de las monocapas. 
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RESULTADOS 
 
Las cinéticas de adsorción interfacial de los péptidos inyectados desde una solución 
metanólica en una subfase acuosa de buffer Tris 5mM pH 7.4 NaCl 100mM se muestran 
en la Figura 3. Como puede observarse, la melitina por sus características anfipáticas, es 
capaz de adsorberse rápida y espontáneamente a la interface aire-líquido, como puede 
deducirse del incremento casi instantáneo en la presión superficial, alcanzándose un valor 
de presión máximo en torno a 38mM/m, valor que ha permitido considerar a la melitina 
como una “proteína detergente” en la interface aire-líquido (Sessa et al. 1969).Esta sería 
la presión de equilibrio para películas interfaciales de melitina. Una vez alcanzada una 
determinada densidad de moléculas en la interface, la superficie acuosa se satura y no 
admite nuevas incorporaciones peptídicas, aunque se continúe añadiendo péptido en la 
subfase, lo que se refleja en una ausencia de cambios en la presión interfacial a partir de 
concentraciones de 1.6M (Fig. 3 mismo número indicado anteriormente).  
2.3. Interacción de la melitina con monocapas de galactolípidos preformadas 
La capacidad de la interacción de la melitina con monocapas de lipídicas preformadas se 
analizó monitorizando los cambios en la presión superficial () de capas 
monomoleculares de los principales galactolípidos encontrados en las microalgas, a saber, 
monogalactosil-diacilglicerol (MGDG) y digalactosil-diacilglicerol (DGDG) formadas a 
distintas presiones superficiales iniciales (i), para posteriormente inyectar 10µg de 
melitina en la subfase. Si como consecuencia de la interacción con la monocapa de 
galactolípido, el péptido penetra en la interfase aire-líquido o perturba el empaquetamiento 
lipídico, se produce un incremento en la presión superficial y puede detectarse y 
cuantificarse. La figura 4A ilustra los efectos en la presión superficial tras la inyección de 
la melitina bajo una monocapa de MGDG preformada a diferentes presiones.  
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Figura 3.Cinética de adsorción interfacial de melitina después de su inyección a diferentes concentraciones 
en una subfase de buffer Tris 5mM pH 7.4 NaCl 100mM. Una vez limpia y estabilizada la subfase se 
inyectaron 2 (), 5 (), 10 () ó 20 () mg de péptido en un mínimo volumen de metanol (1-10L), 
manteniendo la agitación y la temperatura (25ºC) constantes. La adición de cantidades equivalentes de 
metanol no produjo efecto apreciable en la presión superficial. 
Cuando las presiones iniciales a las que se formó la monocapa eran menores de 40mM/m, 
la inyección del péptido provocó un incremento casi instantáneo de la presión, como 
consecuencia de su asociación con la interfase. Sin embargo, si la monocapa era 
preformada a más de 40mN/m, cantidades equivalentes de melitina producen muy poco 
efecto en la presión superficial. Si las monocapas son de DGDG (Figura 4B), la melitina 
produce un incremento en la presión superficial al ser inyectada en la subfase de manera 
similar, siempre y cuando las monocapas preformadas se encuentren a • i  20mN/m, por 
encima de este valor, el péptido no es capaz de insertarse y solo se observa un ligero 
incremento en la presión superficial. 
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Figura 4. Cinéticas de inserción de la melitina en monocapas preformadas de MGDG (A) y DGDG (B) a 
25ºC. En el punto señalado con una flecha, diferentes cantidades de la mezcla lipídica se extendieron sobre 
la subfase acuosa desde una solución en cloroformo: metanol (2:1 v/v), para obtener monocapas a diferentes 
presiones iniciales (πi). Después de un tiempo de estabilización de la monocapa, se inyectaron 10mg de 
melitina en la subfase en el momento indicado por la segunda flecha. El incremento de presión superficial 
debido a la interacción del péptido se monitorizó durante 10 minutos. 
 
Estas diferencias sugieren que el comportamiento superficial de los galactolípidos 
contribuye significativamente en la asociación y estabilización de la melitina con la 
película interfacial. Finalmente, se evaluó la capacidad de inserción de la melitina en 
monocapas mixtas de MGDG/DGDG (2:1 p/p) que es la composición natural presente en 
la pared celular de las microalgas (Ye et al. 2013) y como puede observarse en la Figura 
5, la inyección del péptido por debajo de una monocapa de MGDG/DGDG de 25mN/m 
de presión inicial, promueve un incremento instantáneo de 20mN/m en la presión 
superficial como consecuencia de la inserción de la melitina en los dominios lipídicos.  
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Figura 5. Cinéticas de inserción de la melitina en monocapas preformadas de MGDG/DGDG (2:1 p/p) 
preformadas a presiones iniciales (πi) de 10 (  ) 25 (  ), 30, (  ), 35 (  ) y 40 (  ) mN/m a 25ºC. La 
subfase estaba formada por buffer Tris 5mM pH 7.4 NaCl 100mM. El incremento de presión superficial 
debido a la interacción del péptido se monitorizó durante 10 minutos. 
 
Al representar el incremento en la presión inducida por la melitina en función de la presión 
inicial (Figura 6), puede determinarse la presión crítica (c) que es el valor máximo de 
presión inicial (i) en el que todavía se detecta un incremento de presión debido a la 
asociación del péptido en la monocapa. La comparación de este valor para monocapas de 
distinta composición proporciona información sobre diferencias en la interacción péptido-
lípido en la interfase.  
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Figura 6. Incremento en la presión superficial (Dp) producido tras la inyección de 10 µg de melitina vs la 
presión inicial (πi) de las monocapas de MGDG ( ), DGDG ( ) o MGDG: DGDG 2:1( ) preformadas 
sobre una subfase de buffer Tris 5mM pH 7.4 NaCl 100mM. La línea es el ajuste por regresión lineal de los 
datos experimentales. El punto de corte con el eje de las abscisas representa la presión crítica de inserción 
(πc).  
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En la Tabla 2 se resumen los valores de c obtenidos para cada una de las monocapas 
evaluadas. Normalmente se considera que aquellas moléculas que son capaces de originar 
un incremento de presión en una monocapa formada a una presión inicial de 30mN/m o 
superior, son capaces de insertarse en bicapas lipídicas (Brockman 1999; Plasencia et al. 
2005).Esta consideración parte de la base de que en una monocapa formada a 30mN/m, 
los lípidos soportan un empaquetamiento lateral similar al que tienen en una membrana. 
Así se determinó que la melitina es capaz de insertarse en monocapas preformadas de 
MGDG comprimidas hasta 60mN/m de presión superficial mientras que, en ausencia de 
este galactolípido, la melitina no es capaz de insertarse en la monocapa.  
 
Tabla 2. Valores de presión crítica (πc) para la interacción de la melitina con las monocapas preformadas 
de los galactolípidos MGDG y DGDG. 
Composición de la monocapa c (mN/m) 
MGDG 60 
DGDG 5 
MGDG/DGDG 2:1 48 
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DISCUSIÓN 
 
Los galactolípidos son el principal componente estructural de la pared celular de las algas 
verdes, siendo el monogalactosil-diacilglicerol (MGDG) y el diagalactosil-diacilglicerol 
(DGDG) los galactolípidos predominantes (Ye et al. 2013).El MGDG es un galactolípido 
que tiene en su cabeza polar el grupo 1--galactosa unido al diacilglicerol, mientras que 
el DGDG presenta en la cabeza polar una -galactosa unida mediante enlace (1,6) a la -
galactosa interna. Ambos galactolípidos están esterificados con grupos acilo en las 
posiciones sn-1 y sn-2 del glicerol (Hoyo et al. 2016). La melitina es uno de los péptidos 
citolíticos más estudiados hasta la fecha. Es el principal componente del veneno de abeja 
y se le ha documentado como un péptido no selectivo, con alta actividad antimicrobiana 
y hemolítica (Hall et al. 2009) cuyas características anfipáticas permiten su asociación 
espontánea con membranas tanto artificiales como naturales (Gonzalez-Horta et al. 2017). 
En este capítulo se empleó la técnica de Langmuir para preparar monocapas de MGDG, 
DGDG y MGDG: DGDG 2:1 (p/p) que semejan la pared celular de las microalgas y 
evaluar la capacidad del péptido lítico melitina de insertarse y perturbarlas, con la 
finalidad de proponer a este péptido como un pretratamiento biológico alternativo a los 
actualmente reportados, para la extracción eficiente de aceites. Los resultados demuestran 
que la melitina es capaz de insertarse en monocapas de MGDG comprimidas hasta 
60mN/m generando un incremento en la presión superficial mientras que, en monocapas 
preformadas por arriba de 20mN/m de DGDG, el péptido no es capaz de insertarse. En la 
mayoría de las algas verdes, el MGDG es un ácido graso poliinsaturado de 18 y 16 
carbonos (18:3 sn-1 y 16:4 sn-2) y en menor proporción 18:3/16:3-MGDG, mientras que 
el DGDG es un galactolípido más saturado compuesto principalmente por los ácidos 
grasos 18:1, 18:2 o 18:3 en la posición sn-1 y 16:0 en la posición sn-2 (Kalisch et al. 
2016). Se ha reportado que el galactolípido insaturado MGDG se encuentra en un estado 
líquido-expandido (LE) en todas las condiciones estudiadas hasta el momento, mientras 
que el galactolípido saturado DGDG se encuentra en fase LE a presiones superficiales 
menores a 10mN/m y presenta un cambio de fase al estado líquido-condensado (LC) 
alrededor de 20mN/m. La compresión en un una monocapa saturada de DGDG obliga a 
la reorientación de las cabezas polares, favoreciendo la formación de puentes de hidrógeno 
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entre las moléculas de DGDG, lo cual se refleja como un incremento en la compresibilidad 
de la monocapa (Gzyl-Malcher et al. 2010). Los resultados obtenidos en este trabajo 
muestran la capacidad de la melitina para interactuar e insertarse en monocapas en estado 
LE, pero cuando el lípido pasa a un estado LC donde se encuentra densamente 
empaquetado, el péptido no tiene la suficiente afinidad por los lípidos para sustituir las 
interacciones lípido-lípido por interacciones péptido-lípido. El hecho de que los valores 
de presión crítica para la inserción de la melitina en monocapas que contienen MGDG 
(c=60mN/m para MGDG pura y c=48mN/m para la mezcla lipídica) resultara mucho 
mayor que la  presión crítica obtenida para monocapas de DGDG pura (c=5mN/m)  puede 
explicarse debido a que en la mezcla de lípidos insaturados MGDG/DGDG, la cabeza 
polar del MGDG obliga que la cabeza polar de DGDG presente una orientación diferente, 
induciendo una mayor hidratación que en los componentes puros. Esto concuerda con las 
observaciones hechas por otros autores que reportan que monocapas de MGDG/DGDG 
se encuentran en fase LE y que pueden formar sistemas miscibles dentro de la monocapa 
en la interface aire-líquido (Bottier et al. 2007; Gzyl-Malcher et al. 2008), por lo que la 
melitina puede insertarse y perturbar este tipo de monocapas. En un estudio más reciente 
en el que se emplea microscopía de fuerza atómica (AFM), se revela que la melitina es 
capaz de eliminar la formación de fase LC, induciendo defectos lipídicos localizados 
exclusivamente en la fase LE, siendo el tamaño de estos defectos o dominios de 3.8nm a 
una concentración de 1% molar de péptido después de 34min de incubación (Pan y  
Khadka 2016). Así pues, los resultados obtenidos en este capítulo demuestran que la 
melitina tienen propiedades intrínsecas para interactuar y perturbar monocapas 
interfaciales que simulan la pared celular de las microalgas. Por lo que puede concluirse 
que la melitina accede a regiones profundas de las monocapas en estado LE compuestas 
por los principales galactolípidos presentes en la pared celular de las microalgas. Esta 
observación nos permite proponerla como un pretratamiento para hacer la pared celular 
de las microalgas lo suficientemente permeable para incrementar la extracción de lípidos 
neutros, lo cual se abordará en el siguiente capítulo de este trabajo. 
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CAPÍTULO 2. 
RESUMEN 
 
Una las principales limitantes para la competitividad económica de los biocombustibles 
de tercera generación es la incapacidad de sus células para excretar los lípidos que 
típicamente se encuentran encapsulados dentro de gránulos intracelulares, motivo por el 
cual la tecnología utilizada deberá implicar el rompimiento de las estructuras de 
membrana y pared celular para la liberación del producto de interés, dicha etapa reviste 
uno de los eventos más críticos y costosos del proceso, lo cual le impide competir 
exitosamente en el mercado con los demás tipos de combustibles.   
Actualmente se utiliza una amplia gama de métodos para la recuperación de lípidos, sin 
embargo, la selección del método adecuado dependerá de su eficiencia, costo, exactitud, 
aplicabilidad y lo más importante, la precisión y repetibilidad. hasta el momento no se ha 
desarrollado un método con dichas características. Como un método alterno se propone la 
melitina, un péptido lítico ampliamente estudiado para el seguimiento de los mecanismos 
de formación de poros e interacciones lípido-proteína en las membranas, posee una alta 
actividad antiviral y antimicrobiana, además de propiedades citotóxicas sobre células de 
mamíferos. A pesar de esto, aún no se tienen reportes del efecto de este péptido en las 
microalgas. En esta investigación al realizar la evaluación del efecto del péptido melitina 
sobre la microalga N. oleoabundans, se observó que si causa una disrupción celular y con 
esto se obtuvo un incremento del doble en la cantidad de lípidos recuperados.  
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INTRODUCCIÓN 
 
El consumo acelerado de los combustibles fósiles en las últimas décadas, junto a la actual 
incertidumbre sobre el cambio climático en el plantea, han dado lugar a un creciente 
interés comercial por los combustibles renovables. A este respecto, una de las alternativas 
más viables para disminuir nuestra inmensa dependencia por los combustibles a base de 
petróleo, la constituye el biodiesel, cuya producción involucra la trans esterificación de 
los lípidos extraídos regularmente a partir de plantas, aunque recientemente las microalgas 
se han convertido en una de las alternativas más prometedoras, esto es debido a que 
acumulan en sus células, grandes proporciones de lípidos (hasta el 50% de su peso seco 
en algunas especies) y generan altos rendimientos de biomasa. A diferencia de los cultivos 
vegetales productores de aceites biocombustibles, estos microrganismos se pueden 
cultivar en pequeños espacios de tierras no-agrícolas, ya sea en agua dulce o salada y con 
mínimos requerimientos nutricionales para crecer (Nigam y Shing 2011). 
Una las principales limitantes para la competitividad económica de los biocombustibles 
de tercera generación es la incapacidad de sus células para excretar los lípidos que 
típicamente se encuentran encapsulados dentro de gránulos intracelulares, motivo por el 
cual la tecnología utilizada deberá implicar el rompimiento de las estructuras de 
membrana y pared celular para la liberación del producto de interés, dicha etapa reviste 
uno de los eventos más críticos y costosos del proceso, lo cual le impide competir 
exitosamente en el mercado con los demás tipos de combustibles.   
Neochloris oleoabundans es una especie de microalga de agua dulce que puede acumular 
hasta el 50% de lípidos en biomasa seca bajo condiciones fotoautotróficas (Li et al. 2008) 
y el 80% de sus lípidos son triacilglicéridos y la mayoría de sus ácidos grasos saturados 
están en el rango de 16-20 carbonos (Tornabene et al. 1983.) lo cual hace que esta cepa 
sea ideal para la producción de biodiesel. Las microalgas almacenan sus compuestos 
valiosos dentro de la célula que regularmente está protegida por una pared celular gruesa, 
la cual en la mayoría de las microalgas consiste en polisacáridos (celulosa, pectina y/o 
algenano) y proteínas (Johansen 2012), además su respuesta a los cambios en el medio de 
crecimiento es una consideración importante (Yap et al. 2014). 
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Se ha reportado una amplia gama de métodos para la extracción de lípidos, la selección 
del método adecuado dependerá de su eficiencia, costo, exactitud, aplicabilidad y lo más 
importante, la precisión y repetibilidad. (Rawat et al. 2013) hasta el momento no se ha 
desarrollado un método con dichas características. En general, dichos métodos se basan 
en métodos físicos (microondas, sonicación)  y métodos químicos (solventes y mezclas 
de solventes, fluidos supercríticos) (Zhu et al. 2017). Entonces es necesario un método de 
disrupción celular es necesario para potenciar los rendimientos de las extracciones que 
solvente esta problemática. (Baudelet et al. 2017). Como un método alterno se propone la 
melitina, la cual es el principal componente activo del veneno de la abeja, un péptido lítico 
ampliamente estudiado para el seguimiento de los mecanismos de formación de poros e 
interacciones lípido-proteína en las membranas, posee una alta actividad antiviral y 
antimicrobiana, además de propiedades citotóxicas sobre células de mamíferos. (Asthana 
et al. 2004; Hyun-Ji et al. 2013; Khatun y Mukhopadhyay 2013). Puede dirigirse a células 
vivas como los glóbulos rojos y unirse a las membranas lipídicas de forma espontánea 
conduciendo al rompimiento de la bicapa lipídica y hemólisis. (Hall et al. 2011). A pesar 
de que se ha reportado la actividad del péptido contra diversos tipos de células, aún no se 
tienen reportes del efecto de este en las microalgas, por lo tanto, con esta investigación se 
pretendía evaluar el efecto lítico del péptido melitina sobre la cantidad de lípidos neutros 
recuperados de la microalga Neochloris oleoabundans UTEX 1185 bajo diferentes 
condiciones de cultivo que fueron concentración de nutrientes y temperatura.  
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MATERIAL Y MÉTODOS 
Cultivo de la cepa Neochloris oleoabundans bajo diferentes condiciones  
En el presente trabajo se utilizó la cepa Neochloris oleoabunands UTEX1185, que fue 
obtenida de la colección de cultivos de algas UTEX de la Universidad de Texas en Austin 
(Austin, TX, USA). La microalga fue mantenida y propagada en matraces Erlenmeyer de 
250mL manteniendo en agitación en un agitador Lab line 3527 a 25°C con 150rpm, los 
matraces contenían medio Bristol esterilizado en autoclave a 121°C durante 30 minutos. 
El cultivo se llevó a cabo en medio Bristol y medio Bristol modificado con diferentes 
concentraciones de nitratos y fosfatos (Tabla 1,2 y 3) contenido en fotobiorreactores tipo 
air-lift con un volumen de cultivo de 1 litro (Figura 1.) acoplados con bombas de aire para 
acuario con un flujo constante; dichos fotobiorreactores se encontraban adecuados para 
proporcionar una intensidad lumínica de 490 µmol m2 s-1 con un fotoperiodo de 12 horas 
de luz y 12 horas de oscuridad mediante lámparas fluorescentes de 20 Watts y un 
temporizador, así como también se manejaron temperaturas de 25°C y 32°C, que fueron 
ajustadas automáticamente mediante un termostato sumergible por cada fotobiorreactor. 
Todos los cultivos se manipularon en esterilidad, realizando las medidas comunes de 
asepsia.  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figura 7.Representación del fotobiorreactor tipo "air-lift" empleado en esta investigación. 
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Tabla 3.Composición del medio de cultivo Bristol. 
COMPUESTO CANTIDAD 
(mL/L) 
CONCENTRACIÓN 
DE STOCK 
CONCENTRACIÓN 
FINAL 
NaNO3 10  10g en 400 ml de H2O 2.94 mM 
MgSO4.7H2O 10  1g en 400 ml de H2O 0.17 mM 
NaCl 10  3g en 400 ml de H2O 0.3 mM 
KH2PO4 10  3g en 400 ml de H2O 0.43 mM 
CaCl2 10  7g en 400 ml de H2O 1.29 mM 
K2HPO4 10  1g en 400 ml de H2O 0.43 mM 
 
Tabla 4.Composición del medio Bristol modificado deficiente de nitratos y fosfatos. 
COMPUESTO CANTIDAD 
(mL/L) 
CONCENTRACIÓN 
DE STOCK 
CONCENTRACIÓN 
FINAL 
NaNO3 5 10g en 400 ml de H2O 1.47 mM 
MgSO4.7H2O 10 1g en 400 ml de H2O 0.17 mM 
NaCl 10 3g en 400 ml de H2O 0.3 mM 
KH2PO4 5 3g en 400 ml de H2O 0.215 mM 
CaCl2 10 7g en 400 ml de H2O 1.29 mM 
K2HPO4 10 1g en 400 ml de H2O 0.43 mM 
 
Tabla 5.Composición del medio Bristol modificado exceso de nitratos y fosfatos. 
COMPUESTO CANTIDAD 
(mL/L) 
CONCENTRACIÓN 
DE STOCK 
CONCENTRACIÓN 
FINAL 
NaNO3 50 10g en 400 ml de H2O 14.7 mM 
MgSO4.7H2O 10 1g en 400 ml de H2O 0.17 mM 
NaCl 10 3g en 400 ml de H2O 0.3 mM 
KH2PO4 50 3g en 400 ml de H2O 2.15 mM 
CaCl2 10 7g en 400 ml de H2O 1.29 mM 
K2HPO4 10 1g en 400 ml de H2O 0.43 mM 
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Efecto del pretratamiento sobre la microalga Neochloris oleoabundans aplicando la 
concentración máxima de melitina obtenida de las cinéticas de liberación de las 
vesículas modelo. 
-Preparación de células para experimentación. 
Antes de realizar las evaluaciones correspondientes, las células se encontraban 
suspendidas en los diferentes medios de cultivo por lo cual fue necesario eliminar 
cualquier remanente de dichos medios mediante lavados celulares, los cuales consistieron 
en obtener 40 mL de los fotobiorreactores en tubos Corning ® y se centrifugó a 8,000 rpm 
durante 10 minutos, se eliminó el sobrenadante y se resuspendió el pellet en agua 
desionizada. Los lavados se repitieron tres veces para cada condición. Una vez que se 
contó con las células lavadas, se procedió a ajustar los cultivos a la misma densidad óptica 
que fue de 0.35 en un espectrofotómetro UV-VIS (BIO-RAD Smast Spec 3000) a una 
longitud de onda de 750 nm.  
-Condiciones de reacción para la aplicación del pretratamiento con el péptido melitina.  
Se analizó el efecto del péptido melitina sobre la microalga cultivada bajo las siguientes 
condiciones:  
 
Tabla 6.Condiciones de cultivo a las que se aplicó el pretratamiento del péptido melitina. 
Temperatura Concentraciones de nutrientes 
Nitratos                       Fosfatos 
Nomenclatura 
25°C 14.71 6.42 25°SA 
2.94 1.29 25°SN 
0.642 1.47 25°SB 
32°C 14.71 6.42 32°SA 
2.94 1.29 32°SN 
0.642 1.47 32°SB 
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Para evaluar el efecto del péptido melitina sobre las células de N. oleoabundans bajo 
diferentes condiciones de cultivo se tomaron alícuotas de 1 mL y se depositaron en tubos 
Eppendorf ®, los cuales depositaron en un Thermomixer y se les aplicó el péptido melitina 
a una concentración de 10µg/ml a partir de un stock de 1mg/mL disuelto en metanol. El 
péptido melitina fue obtenido de Sigma®. El tiempo de incubación fue de 0.5 horas y los 
experimentos se llevaron a cabo bajo las condiciones de agitación constante a 1400 rpm 
con una temperatura de 37°C siendo esta la temperatura ideal para la acción de la melitina.  
-Medición de Intensidad de fluorescencia  
Una manera para realizar mediciones de lípidos que es sencilla y requiere de poca cantidad 
de muestra, es la medición de intensidad de intensidad de fluorescencia mediante la sonda 
fluorescente Rojo Nilo (9-diethyl- amino-5H-benzo[a] phenoxazine-5-one), la cual se 
obtuvo de Sigma® y se preparó una solución stock a una concentración de [0.25mg/ml], 
en dicha técnica se depositaron 5 µL de la sonda fluorescente en 1 mL de muestra obtenida 
de los ensayos anteriores, la reacción se depositó en una cubeta de 0.2cm de paso óptico, 
manteniendo la anchura de las rendijas fijas a 10 nm para los haces de excitación y 
emisión. Se realizaron las lecturas en el espectrofluorímetro LS-45 Perkin Elmer y los 
espectros fueron registrados desde 500nm hasta 750nm con una velocidad de barrido de 
1nm/seg empleando una longitud de onda de excitación de 490 nm. Todas las mediciones 
se realizaron por triplicado en experimentos independientes. 
Para la evaluación de la liberación de lípidos, se centrifugó a 16,000 g durante 10 min las 
muestras después de la evaluación de las células en suspensión y se obtuvo pellet y 
sobrenadante, los cuales se analizaron por separado bajo el método de medición de 
intensidad de fluorescencia mencionado anteriormente.  
-Análisis cuantitativo del contenido lipídico mediante intensidad de fluorescencia. 
Se empleó una curva estándar a partir de la trioleina (estándar de ácidos grasos) obtenida 
de Wako chemicals para determinar cuantitativamente el contenido lipídico. Para esto, se 
preparó una solución stock del estándar a una concentración de 10 mg/mL en alcohol 
isopropílico, a partir de dicha solución se prepararon diferentes concentraciones que 
fueron 0,2.5, 5, 10, y 20 mg/L. Posteriormente se añadieron 8 µl de la sonda fluorescente 
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a cada concentración y se procedió a realizar las lecturas bajo la técnica de la medición de 
intensidad de fluorescencia bajo los parámetros previamente utilizados. Para la 
construcción de la curva estándar de trioleina, se consideró la intensidad de fluorescencia 
máxima en torno a 580 nm.  
Efecto a nivel celular de la melitina como método de disrupción sobre la microalga 
Neochloris oleoabundans. 
-Determinación del porcentaje de disrupción celular. 
De las muestras tratadas con el péptido, se tomaron alícuotas de 30 μL para realizar 
conteos celulares en una cámara de Neubauer, los cuales se realizaron por triplicado. 
Posteriormente a partir de los conteos obtenidos, se calculó el porcentaje de disrupción 
celular mediante la siguiente fórmula: 
(Halim et al. 2012)  
ܦ =
ܥܾ − ܥܽ
ܥܾ
× 100 
Donde:  
Cb: promedio del conteo de células intactas antes del tratamiento con el péptido. 
Ca: promedio del conteo de células intactas después del tratamiento con el péptido. 
Comparación del incremento lipídico en la extracción por solventes en ausencia y 
presencia del pretratamiento. 
Otra manera de evaluar el contenido lipídico cuantitativamente es mediante la extracción 
de lípidos mediante solventes. En particular, se empleó la técnica de Bligh and Dyer (Bligh 
and Dyer 1959). Se secó la biomasa obtenida del tratamiento con el péptido melitina a una 
concentración de 10 µg/ml y evaluó también un control negativo. Se obtuvieron 180 mg 
a los cuales se ajustaron las cantidades proporcionales de cloroformo:metanol y agua. Al 
tubo que contenía la suma de las dos fases clorofórmicas se evaporó el cloroformo y se 
mantuvo a peso constante, el contenido de lípidos se obtuvo mediante la diferencia de 
pesos. 
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Preparación de células para microscopia de fluorescencia, microscopia confocal y 
microscopia electrónica de barrido.  
A partir de las células bajo la condición que presentaron un mayor grado de disrupción y 
mayor contenido lipídico recuperado, se realizaron tres diferentes técnicas microscópicas 
para comprobar y observar el efecto del péptido melitina sobre las células de la microalga 
Neochloris oleoabundans. En el caso de la microscopia de fluorescencia y confocal fue 
necesario realizar una tinción con la sonda fluorescente Rojo Nilo que fue empleada en 
previos experimentos, para la cual, por cada mL de muestra de células en suspensión 
tratadas con el péptido, se añadieron 8 µL a partir de la solución stock que se encontraba 
a una concentración de 0.25 mg/mL.  Para realizar las observaciones microscópicas, se 
empleó un microscopio Leica DM 750 adaptado para láser de fluorescencia, mediante el 
filtro amarillo se realizaron las observaciones de las células bajo la condición de cultivo 
32°SA en campo claro y fluorescencia con los objetivos 40x y 100x.  
Microscopia confocal  
Para teñir los cuerpos lipídicos de las células mediante microscopia confocal, se empleó 
un microscopio confocal Olympus BX61WI con una excitación de banda del filtro a 
595nm y una emisión de banda del filtro de 615nm a un aumento de 60X y con un zoom 
digital Z. 
Microscopia electrónica de barrido 
Para esta técnica se requirió un procedimiento de preparación de muestra previo a la 
observación, el cual consistió en realizar un lavado celular en repetidas ocasiones con 
buffer de fosfatos. Posteriormente, se realizó una fijación de las células con glutaraldehído 
al 2% el cuál se preparó disolviendo 250 µl al 10% en 750 µl buffer de fosfatos. Se dejaron 
incubar las células fijadas a 4°C durante 7 horas en un desecador. El siguiente paso que 
se realizó fue la deshidratación, en la cual las células se pasaron en series de alcohol al 
30%, 50%, 75%, 95%, y 100% v/v, y se dejó la muestra 5 minutos entre cada 
concentración. Entre cada concentración se realizó una centrifugación a 5,000 rpm durante 
5 minutos para eliminar residuos. Finalmente se puso una gota de muestra en cada 
portamuestras y se dejó evaporar, se almacenaron los portamuestras en un desecador hasta 
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el análisis en el microscopio Jeo I JSM-6510LV con 15kv de corriente, WD de 12mm y 
spot de 5550.   
Análisis estadísticos 
Todos los análisis se realizaron por triplicado en experimentos independientes. Para 
analizar los datos, se debieron cumplir con los supuestos de normalidad y homogeneidad 
de varianzas, para lo cual se utilizó la prueba de contraste de Levene en la que se contrasta 
la hipótesis nula de la varianza del error de la variable dependiente (IF, equivalentes de 
trioleina, % de disrupción celular y % w/w de lípidos extraídos) es igual a lo largo de 
todos los grupos. Posteriormente se analizaron los datos mediante un análisis de 
comparación de medias con la prueba T-student para muestras independientes y análisis 
de varianza (ANOVA), en donde se contrastaron las hipótesis correspondientes de la 
variable dependiente sometida a los tratamientos, utilizando para ello el paquete 
informático IBM SPSS Statistics versión 20 ®. En todos los casos del análisis estadístico, 
se aplicó un nivel de significación P= 0.05.  
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RESULTADOS 
 
Se logró el acondicionamiento de la microalga N. oleoabundans en el medio de cultivo 
Bristol donde posteriormente se inoculó en los fotobiorreactores bajo las diferentes 
condiciones de cultivo (Figura 8) donde A. fue el día inicial y B. cuando las microalgas 
alcanzaron su fase estacionaria y se encontraban listas para su posterior experimentación. 
Las cinéticas de crecimiento se encuentran en el anexo de este documento, ya que no 
representan relevancia para la investigación presente, aun así, se realizó el monitoreo 
correspondiente de la estimación del número de células cada 48 horas. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figura 8.Crecimiento de la microalga Neochloris oleoabundans en fotobiorreactores tipo air-
lift. El cultivo se realizó con diferentes concentraciones de nutrientes y a 25° C y 32°C; con 
una intensidad de luz de 490 µmol m2 s-1 y un fotoperiodo de 12:12. A. Primer día de 
crecimiento. B. Último día de crecimiento cuando el cultivo se encontraba en fase estacionaria.
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Análisis cualitativo de la obtención de lípidos neutros por N. oleoabundans.  
Como se mencionó anteriormente en los antecedentes, la pared celular de las microalgas 
no es igual entre las diferentes especies, incluso las condiciones de cultivo pueden afectar 
en la composición de dicha pared, debido a esto, se aplicó el método de la medición de la 
intensidad de fluorescencia de la sonda Rojo Nilo para la rápida y sencilla evaluación del 
efecto del péptido melitina sobre las microalgas cultivadas bajo todas las condiciones. 
Dicho método arrojó valores en unidades arbitrarias (u.a.) en donde se esperó observar un 
incremento en la intensidad de fluorescencia en torno a 580 nm, lo que indicaba de manera 
cualitativa la presencia de lípidos. A condiciones de cultivo de 25° y las tres diferentes 
concentraciones de nutrientes, no se observó diferencia del tratamiento respecto al control, 
presentándose un nulo incremento en la intensidad de fluorescencia (Figura 9).  
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Figura 9. Espectros de emisión de fluorescencia del tratamiento con melitina 10µg/ml sobre la microalga 
N. oleoabundans cultivada a 25°C y diferentes concentraciones de nutrientes A: SB-N 0.642 mM, P 1.47 
mM.  B: SN- N 2.94 mM, P 1.29 mM. C: SA-N 14.71mM, P 6.42mM. La línea punteada representa el 
tratamiento y la línea continua representa el control negativo. La intensidad de fluorescencia se presenta en 
unidades arbitrarias. 
En lo que respecta a las condiciones de cultivo de 32° y la concentración de nutrientes SB 
y SN, también se observó un incremento nulo en la intensidad de fluorescencia del 
tratamiento con respecto al control. Lo contrario ocurrió únicamente con la concentración 
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de nutrientes SA, en donde se logró observar un incremento de aproximadamente 20 u. a. 
en la intensidad de fluorescencia en torno a 580nm de la sonda Rojo Nilo unida a las 
microalgas bajo tratamiento con respecto al control (Figura 10).   
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Figura 10. Espectros de emisión de fluorescencia del tratamiento con melitina 10ug/ml sobre la microalga 
N. oleoabundans cultivada a 32°C y diferentes concentraciones de nutrientes A: SB-N 0.642 mM, P 1.47 
mM.  B: SN- N 2.94 mM, P 1.29 mM. C: SA-N 14.71mM, P 6. 42mM. La línea punteada representa el 
tratamiento mientras que la línea continua al control negatitvo. La intensidad de fluorescencia se presenta en 
unidades arbitrarias. 
Para observar una posible liberación de lípidos en el medio, se evaluó el pellet y 
sobrenadante de la suspensión de la microalga después de la incubación con el péptido 
melitina; se obtuvieron los espectros de fluorescencia de todas las condiciones de cultivo, 
presentándose un aparente efecto nulo del tratamiento en el caso de la condición de cultivo 
a 25° y bajo todas las concentraciones de nutrientes, lo mismo ocurrió para la condición 
de cultivo a 32°C y bajo la concentración de nutrientes SB (Figura 11). Sin embargo, bajo 
32° y la concentración de nutrientes SN y SA, se presentó un incremento en suspensión, 
pellet y sobrenadante bajo el tratamiento con melitina con respecto al control (Figura 12).  
En la Figura 13 se muestran los datos en forma de histograma de la intensidad de 
fluorescencia de la sonda unida a la suspensión, pellet y sobrenadante de cada muestra, en 
donde el inciso 1 corresponde a la condición de cultivo a 25°C y el inciso 2 a 32°C. Al 
evaluarse la intensidad de fluorescencia en la suspensión, de acuerdo con el análisis 
estadístico realizado (Anexo) solo se presentaron diferencias significativas en el 
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incremento de la intensidad de fluorescencia entre el control y el tratamiento con el 
péptido melitina sobre las microalgas cultivadas a 32°C y la concentración de nutrientes 
SN y SA , mientras que bajo las demás condiciones de cultivo no se pudo observar la 
existencia de un efecto significativo del tratamiento sobre las células de las microalgas. 
En la evaluación de la intensidad de fluorescencia del pellet y el sobrenadante, ocurrió el 
mismo efecto mencionado anteriormente. 
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Figura 11. Espectros de emisión de fluorescencia del pellet y sobrenadante de la 
microalga N. oleoabundans cultivada a 25°C; bajo el tratamiento de melitina 10 µg/ml. A: 
SB-N 0.642 mM, P 1.47 mM.  B: SN- N 2.94 mM, P 1.29 mM. C: SA-N 14.71mM, P 
6.42mM. En cada gráfico se representa el control y el tratamiento. La intensidad de 
fluorescencia se presenta en unidades arbitrarias.  
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Figura 12.Espectros de emisión de fluorescencia del pellet y sobrenadante de la microalga N. oleoabundans 
cultivada a 32°C; bajo el tratamiento de melitina 10 µg/ml. A: SB-N 0.642 mM, P 1.47 mM.  B: SN- N 2.94 
mM, P 1.29 mM. C: SA-N 14.71mM, P 6.42mM. En cada gráfico se representa el control y el tratamiento. 
La intensidad de fluorescencia se presenta en unidades arbitrarias. 
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Figura 13.Representación del efecto de la melitina sobre la liberación de lípidos de la microalga N. 
oleoabundans cultivada a 1. 25°C y 2. 32°C.Las condiciones de cultivo fueron las siguientes: A: 
SB-N 0.642 mM, P 1.47 mM.  B: SN- N 2.94 mM, P 1.29 mM. C: SA-N 1414.71mM, P 6.42mM. 
En donde (-) indica el control negativo. Los valores se presentan en intensidad de fluorescencia 
máxima (en torno a 580nm). Los datos presentados son las medias y las desviaciones estándar de 
las tres repeticiones. P < 0.05 (Prueba T-student). 
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Análisis cuantitativo de la obtención de lípidos neutros por N. oleoabundans.  
Para el análisis cuantitativo, se empleó un estándar de trioleina y se realizó una curva de 
calibración de dicho estándar empleando diferentes concentraciones, por lo que se muestra 
en la Figura 14. la correlación linear entre las diferentes concentraciones de la trioleina y 
la intensidad de fluorescencia máxima en torno a 580 nm de la sonda unida al estándar; el 
valor de R resultó ser de 0.9887. Mediante dicha curva, se pudo realizar el análisis 
cuantitativo de los datos obtenidos anteriormente, los cuales se tenían en unidades 
arbitrarias para ser convertidos a unidades equivalentes de trioleina (mg/L), los cuales se 
muestran en la Figura 15.  
 
Figura 14. Correlación linear entre diferentes concentraciones del estándar de lípidos trioleina y la 
intensidad de fluorescencia máxima en torno a 580nm obtenida mediante la técnica del Rojo Nilo. Las 
lecturas se obtuvieron a una velocidad de barrido de 1nm/ sec. El valor de R es de 0.9887. 
Mediante el análisis estadístico empleado, se comprobó que en la evaluación de la 
suspensión existe diferencia significativa en los mg/L de equivalentes de trioleina entre el 
control y el tratamiento con el péptido melitina aplicado a las células cultivadas bajo 32°C 
y concentraciones de nutrientes SN y SA. En lo que respecta a los resultados del pellet, se 
presentaron diferencias significativas en la cantidad de equivalentes de trioleina entre el 
control y el tratamiento con la melitina sobre las células cultivadas bajo las 
concentraciones de nutrientes 25°C y 32°C en SN y SA. Para el sobrenadante, se 
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presentaron solamente diferencias significativas entre el control y el tratamiento sobre las 
células cultivadas bajo la concentración de nutrientes SA y las dos temperaturas 
empleadas en este estudio. De acuerdo con todo lo mencionado anteriormente, es notable 
que la condición de cultivo bajo la concentración de nutrientes SB en 25°C y 32°C, no 
favoreció a que el tratamiento con el péptido tuviera algún efecto. 
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Figura 15. Representación cuantitativa del efecto de la melitina sobre la liberación de lípidos de la microalga 
N. oleoabundans cultivada a 1. 25°C y 2. 32°C. Las condiciones de cultivo fueron las siguientes: A: SB-N 
0.642 mM, P 1.47 mM.  B: SN- N 2.94 mM, P 1.29 mM. C: SA-N 14.71mM, P 6.42mM. En donde (-) indica 
el control negativo. Los valores se presentan en equivalentes de trioleina. Los datos presentados son las medias 
y las desviaciones estándar de las tres repeticiones. P < 0.05. (Prueba T-student). 
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Porcentaje de disrupción celular de la melitina sobre la microalga N. oleoabundans.  
Los resultados del porcentaje de disrupción celular de la melitina sobre la microalga N. 
oleoabundans se muestran en la Figura 16, en donde al ser analizados mediante un análisis 
de varianza se demostró que existen diferencias estadísticamente significativas entre el 
porcentaje de disrupción celular con el tratamiento del péptido sobre las células cultivadas 
a 25°C y 32° C y a las diferentes concentraciones de nutrientes.; sin embargo, los mejores 
resultados se obtuvieron bajo las condiciones de cultivo de 32° (barra gris) y la condición 
de cultivo SA en donde se obtuvo un 83.6% de disrupción celular.  
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Figura 16. Efecto del tratamiento de melitina 10 µg /ml sobre el porcentaje de disrupción celular de la 
microalga N. oleoabundans cultivada a 25°C (barra negra) y 32° (barra gris). El medio de cultivo contenía 
A: N 0.642 mM, P 1.47 mM. B: N 2.94 mM, P 1.29 mM. C: N 14.71mM, P 6.42mM. Los datos presentados 
son las medias y las desviaciones estándar de las tres repeticiones realizadas. P < 0.05. (Anova). 
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Al observar un comportamiento repetitivo en los resultados del posible efecto del 
tratamiento con el péptido melitina a 10 µg/ml sobre la microalga cultivada a 32° y a la 
concentración de nutrientes SA, se procedió a realizar la continuación de los siguientes 
análisis únicamente bajo dicha condición debido a que es la única que presentó el mayor 
efecto del tratamiento. 
Extracción con solventes potenciada con el péptido melitina para la obtención de 
lípidos. 
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Figura 17.Efecto de melitina 10 µg/ml en la extracción de lípidos neutros de la microalga N. oleoabundans 
cultivada a 32° C y a concentración de nutrientes SA. El experimento se realizó por triplicado en 
experimentos independientes. La extracción del control- se realizó en ausencia de melitina. Los datos 
mostrados son el promedio y las desviaciones estándar de las tres repeticiones realizadas. P < 0.05. (Prueba 
T-student). 
Con base al objetivo general del estudio, para mejorar la recuperación de lípidos mediante 
un pretratamiento, se realizó el experimento de extracción lípidos por medio de solventes 
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a las microalgas cultivadas a 32°C y SA, en el cual, se analizó la comparación de la 
cantidad de lípidos obtenidos de dichas células incubadas en presencia y ausencia del 
péptido melitina como pretratamiento. La cantidad de lípidos fue cuantificada y según el 
análisis estadístico utilizado (anexo), los resultados mostraron diferencias significativas 
entre el control y el tratamiento, mostrando cerca de 85% w/w de lípidos en la muestra, lo 
que representó el doble, en contraste con el control (Figura 17). 
 
Observación del efecto del pretratamiento sobre la morfología celular de la 
microalga N. oleoabundans. 
 
A 
C 
B 
D 
Figura 18. Micrografías de N. oleoabundans cultivada bajo 32° C y SA como concentración de nutrientes; las 
preparaciones de las células fueron observadas en MEB.  Donde A) células sin tratamiento a X2,000. B) y C) 
Melitina 10 µg/ml a X2,000. D) Melitina 10 µg/ml a X6,000. 
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La microscopia electrónica de barrido se empleó para analizar los efectos del tratamiento 
con el péptido melitina sobre la morfología de las células de la microalga. En la Figura 
18. B, C, D se muestran cambios evidentes en la morfología, lo cual indica un daño celular 
extensivo mostrando formas irregulares, en contraste con la Figura 18A, en donde se 
presentan las células sin algún tratamiento, las cuales presentaron una forma regular entre 
todas las células de los campos que se observaron.   
Las células de la microalga cultivada bajo la condición de 32°SA fueron observadas bajo 
microscopia de campo claro, fluorescencia y microscopia confocal. En la Figura 19 incisos 
A y C, se presentan las micrografías obtenidas de la microscopia de campo claro, en donde 
muestran las células sin tratamiento y bajo el tratamiento con el péptido melitina, 
respectivamente. Bajo esta técnica de microscopia mencionada, se logró observar una 
morfología esférica y regular en las células que fungieron como el control, mientras que 
lo contrario ocurrió en las células de la microalga a las que se les aplicó el tratamiento con 
el péptido, en donde se observaron formas aglomeradas e irregulares. Posteriormente, bajo 
las mismas condiciones se analizaron las células, pero con microscopia de fluorescencia, 
en donde B. y D. son el control y el tratamiento respectivamente; en este caso, se 
observaron las mismas características en las células que en la técnica de microscopia 
anterior, pero en esta técnica, las células se mostraron con una coloración roja, tal emisión 
es originada por la auto florescencia causada por la clorofila. La sonda fluorescente Rojo 
Nilo fue usada como colorante para la visualización de los cuerpos lipídicos que pudieran 
estar en las células de las microalgas. En las micrografías obtenidas con la técnica de 
microscopia confocal, en donde E. representa el control-, es decir, las células sin el 
tratamiento con el péptido melitina, y se pueden observar de manera clara, células con 
morfología esférica en las cuales el color verde representan los cuerpos lipídicos presentes 
y el color rojo representa la auto fluorescencia de la clorofila. En el inciso F de la Figura 
19 se presenta la micrografía de las células de microalgas tratadas con el péptido melitina; 
si bien se presentaron aparentes cuerpos lipídicos teñidos de color verde y algunas zonas 
de color rojo, no se observaron las mismas formas esféricas, sino material aglomerado en 
todos los campos observados y algunas formas irregulares. 
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Figura 19.Estudio del contenido lipídico de la microalga N. oleoabundans. A y C. Microscopia de 
campo claro, donde A es el control- y C corresponde al tratamiento. B y D. Microscopia de 
fluorescencia, donde B es el control- y D corresponde a las células con tratamiento. Ambas 
microscopias se presentan con un aumento de 100x. E y F.  Microscopia confocal, donde E es el 
control- y F corresponde a las células con tratamiento.  Se usó la soda Rojo Nilo para la visualización 
de los lípidos (verde fluorescente). Se muestra auto fluorescencia de la clorofila en color rojo. La 
excitación fue de 595nm y la emisión de 615nm a un aumento de 60X y con un zoom digital Z. 
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DISCUSIÓN 
Hasta la fecha, la producción de biocombustibles a partir de microalgas representa una 
opción factible, sin embargo, continúan existiendo limitantes que impiden que el proceso 
lo sea completamente. Las condiciones de cultivo en las que los lípidos de las microalgas 
son producidos de manera óptima resultan ser uno de los elementos clave, sin embargo, 
la elección de la especie de microalga es otro elemento clave en el proceso de producción 
debido a que se ha demostrado que no todas las especies responden de igual manera a la 
inducción de lípidos mediante deficiencias o excesos de ciertos nutrientes en el medio. 
Además, debido a la diversidad de las microalgas, existen diferencias entre ellas en sus 
estructuras, por ejemplo, la composición de la pared celular de cada especie de microalga 
es distinta, por lo tanto, hace que sea una limitante para la eficiencia del proceso de 
obtención de lípidos. Debido a la falta de información detallada de las diferencias o 
modificaciones causadas por las diferentes condiciones de cultivo sobre la pared celular 
de las microalgas, en esta investigación fue necesario hacer un escrutinio que fuera 
sencillo y rápido, que permitiera realizar un mayor número de evaluaciones para encontrar 
la condición óptima que permitiera la disrupción celular como pretratamiento mediante el 
péptido melitina. De los resultados obtenidos, fue relevante el hecho de que se presentara 
un efecto significativo sobre la cantidad de lípidos obtenidos bajo las condiciones de 
cultivo de la microalga a una temperatura de 32°C y altas concentraciones de nutrientes, 
contrastado con todas las demás condiciones probadas en las que el péptido melitina no 
tuvo un efecto significativo o resultó poco favorecedor; por lo tanto, se considera que este 
comportamiento ocurre por lo que se mencionaba anteriormente acerca de las diferencias 
que existen en la pared celular de las microalgas a diferentes condiciones de cultivo. 
Se ha demostrado que la medición de fluorescencia con Rojo Nilo resulta ser una técnica 
adecuada para una amplia variedad de especies de microalgas además de que es una 
técnica relativamente sencilla y rápida, en la que no se tiene que realizar extracción de 
lípidos y se puede realizar in vivo  (Held y Raymond 2011) (Halim y Webley 
2015)(Bertozzini et al. 2011). Mediante dicha técnica se analizó la suspensión, pellet y 
sobrenadante, con la finalidad de determinar si existía efecto del péptido a través de la 
observación del incremento de la intensidad de fluorescencia con respecto al control. De 
acuerdo con los resultados observados, en la mayoría de los casos, la suma del contenido 
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de lípidos en pellet y sobrenadante fue muy similar con respecto al control indicando que 
no tuvo efecto significativo del tratamiento con el péptido, sin embargo, en algunos casos 
se mostró un incremento, lo que puede ser causa del efecto del péptido sobre el 
rompimiento en la célula, permitiendo una mayor interacción de la sonda Rojo Nilo con 
los lípidos y a consecuencia una mayor intensidad de fluorescencia; sin embargo, no se 
consideró dicho análisis como la prueba adecuada para cuantificar dicho efecto porque en 
ocasiones, la técnica puede fallar para una detección adecuada debido a que la 
fluorescencia del Rojo Nilo está influenciada por la temperatura y la duración de la tinción, 
cuando se aplican altas temperaturas o largos periodos de tinción, se ocasiona un 
quenchamiento de la fluorescencia (Deye et al. 1990). Además, el método pudiera 
desestimar o subestimar el contenido de lípidos, lo cual también depende de las 
características de las cepas de algas, particularmente la composición de la pared celular, 
como también las concentraciones de clorofila, lípidos polares de membrana y varios 
compuestos lipofílicos en la célula (Chen et al. 2009a). El mismo autor en otro estudio  
(Chen et al. 2009b) propone un método modificado en el cual se utiliza una especie de 
pretratamiento a las células con DMSO, haciendo que el método sea más confiable para 
la cuantificación in vivo de las microalgas de diferentes familias; no obstante, dicho 
método pudiera interferir con la finalidad de esta investigación. 
De acuerdo al método empleado por (Bertozzini et al. 2011), se correlacionó la 
fluorescencia resultante a una longitud de emisión óptima (580nm) con el contenido de 
lípidos volumétrico para generar una curva de calibración del estándar trioleina, que fue 
de utilidad para la cuantificación de los lípidos; dicho método no requiere extracciones o 
purificaciones de lípidos, además de que puede permitir la detección de lípidos incluso a 
muy bajas concentraciones dando resultados confiables en unos minutos y se requiere 
poca cantidad de cultivo; tales beneficios resultaron de gran utilidad para la investigación 
debido a que realizar las extracciones de lípidos para cuantificar requiere de gran cantidad 
de cultivo, por ende el límite de detección de lípidos tiene que ser mucho mayor, además 
de gran cantidad de tiempo. En la cuantificación de la cantidad de lípidos del control, se 
observan diferencias notorias  entre las diferentes condiciones de cultivo, este fenómeno 
se encuentra ampliamente reportado y es causado por el estrés en la célula, el cual se 
induce mediante deficiencias y excesos de nutrientes como nitrógeno y fósforo, intensidad 
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lumínica, temperatura, y pH afectan la producción de lípidos (Yao et al. 2012). Debido a 
que el macronutriente más importante es el nitrógeno (Minhas et al. 2016)(Sibi et al. 
2016); en esta investigación se probaron deficiencias y excesos de dicho elemento, además 
de fosfatos, así como las temperaturas de 25° y 32°C. La escases de nitrógeno en el medio 
es una técnicas ampliamente reportada para la inducción de lípidos en microalgas (Liu et 
al. 2016)(Held y Raymond 2011) sin embargo en el caso de las condiciones de cultivo que 
favorecieron a N. oleoabundans en esta investigación fue la de exceso de nutrientes y la 
intensidad lumínica utilizada de 390 µmol m2s-1 la cual es considerada como alta , este 
fenómeno coincide con lo reportado por (Xiao et al. 2015), en donde concluye que la 
intensidad de luz alta combinado con  altas concentraciones de nutrientes tienen un efecto 
sinérgico y positivo en la producción de lípidos. Después del pretratamiento, la condición 
de cultivo que presentó más cantidad de lípidos en suspensión y sobrenadante resultó ser 
también la misma mencionada anteriormente, mientras que las células cultivadas a 
concentraciones bajas de nitratos y fosfatos no respondieron al tratamiento con el péptido 
lo cual puede deberse a que esta condición hace que la pared celular sea más rígida, lo 
cual coincide con lo reportado por (Yap et al. 2016) en donde menciona que ocurre un 
incremento de la rigidez de  la pared celular de la microalga cuando hay bajas 
concentraciones de nitrógeno en el medio. En el caso de lo ocurrido en la cantidad de 
lípidos de la suspensión puede indicar una mayor interacción de la sonda Rojo Nilo con 
los lípidos después del tratamiento mientras que en el sobrenadante indica una liberación 
de dichos lípidos; debido a lo anterior, en cierta etapa del estudio se tomó la decisión de 
seguir trabajando en posteriores análisis con las células cultivadas bajo dicha condición. 
Sin embargo, estas condiciones de altas temperaturas y altas concentración pueden 
representar una adición al proceso y habría que analizar si es económicamente costeable.  
En lo que respecta a los tipos de tratamientos previamente utilizados, muchos 
investigadores se han enfocado en diferentes estrategias como lo son los procesos 
químicos (W. C. Huang y Kim 2017; Steriti et al. 2014; Wu et al. 2017; Zuorro et al. 
2016), físicos (Abdul Razack 2016; Lee et al. 2015; Skorupskaite et al. 2017; M. Wang y 
Yuan 2014; Yap et al. 2014) y biológicos (L. Yang et al. 2012; Q. Yang et al. 2015), en 
los cuales influye el tiempo de interacción, la concentración o la intensidad del 
tratamiento. En lo que respecta al tiempo, por ejemplo, en una investigación se aplicó un 
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tratamiento enzimático y se observó que resultó óptimo un tiempo de incubación de 2 
horas (Horst et al. 2012), mientras que mediante un pretratamiento de H2O2 con un tiempo 
de contacto de 4 minutos se obtuvo un valor de lípidos máximo de 9.2% w/wt (Steriti et 
al. 2014), por lo tanto, el efecto que se obtuvo con el péptido melitina en esta investigación  
bajo el tiempo de 30 min que resulta ser  aceptable.  
En referencia a los resultados obtenidos de la evaluación del porcentaje de disrupción 
celular se observa que en todas las condiciones hubo cierto porcentaje de disrupción 
celular, a pesar de que en experimentos previos no se demuestra efecto del tratamiento 
bajo la mayoría de las condiciones de cultivo, esto puede explicarse por el tipo de técnica 
empleada en la determinación, que consiste en el conteo directo de células que 
permanecen intactas entonces este conteo depende del criterio de la persona que realiza el 
conteo, además de los restos celulares que puedan encontrarse de manera natural en la 
muestra. Anteriormente ya se han probado diferentes pretratamientos para generar 
disrupción celular particularmente en la microalga N. oleoabundans, por ejemplo, en un 
estudio anterior (D. Wang et al. 2015) se probó la disrupción celular en dicha microalga 
bajo sonicación a 800W durante 30 minutos obteniendo un grado de disrupción del 6%, 
mientras que mediante homogenización a alta presión mediante 60MPa se incrementó el 
grado de disrupción a 35.3 %, mediante la enzima celulasa se logró hasta un 64%, sin 
embargo, el proceso combinado de los tratamientos anteriores causó un 92.6% de 
disrupción celular de la microalga; contrastando lo anterior con los resultados obtenidos 
en esta investigación, en donde el mayor grado de disrupción celular por el péptido 
melitina durante 30  minutos fue de 83.6 % en las células cultivadas a 32°C y SA, se puede 
afirmar que este valor resulta mayor que los reportados por (D. Wang et al. 2015) en el 
proceso individual, sin embargo, el porcentaje obtenido en el proceso combinado es mayor 
que el obtenido en esta investigación; como alternativa, se pudiera igualar o superar dicho 
porcentaje mediante  la combinación del tratamiento del péptido melitina con un método 
físico, pero esto puede generar más costos o dificultades en el proceso.  
A partir de los resultados obtenidos en la evaluación del grado de disrupción celular, se 
seleccionó la mejor condición en donde se presentó mayor porcentaje de disrupción y se 
realizó un análisis típico de lípidos, el cual se basa  en el uso de separación de fases 
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mediante solventes, en donde se requieren considerables cantidades de material biológico 
y solventes orgánicos, además de otras manipulaciones para lograr la cuantificación (Chen 
et al. 2009), debido a esto es que se decidió aplicarlo solamente a la condición de 32°SA 
obteniendo un 86% w/w de lípidos, lo cual supera al porcentaje reportado por (C. Wu et 
al. 2017), pero queda por debajo a lo reportado por (Bielsa et al. 2016; C. Wu et al. 2017) 
aunque muy cerca de los porcentajes; lo anterior puede ser debido a las diferencias en las 
aplicaciones de los pretratamientos y los diferentes tipos de solventes empleados en la 
extracción.  
En el análisis microscópico, se realizaron tinciones de las células sin tratamiento y con el 
tratamiento del péptido melitina mediante la sonda fluorescente Rojo Nilo, la cual se usa 
ampliamente para la identificación de microalgas que acumulan lípidos (Bertozzini et al. 
2011; Cooper et al. 2010; Greenspan y  Fowler 1985; G. H. Huang, Chen, y  Chen 2009; 
Wang et al. 2016); las imágenes confocales muestran los cuerpos lipídicos en color verde 
y en las células que no se les aplicó tratamiento se observan formas esféricas y regulares 
en contraste con las células que se les aplicó tratamiento que ocurrió todo lo contrario, 
este fenómeno confirma que el péptido melitina si causa un rompimiento y con esto la 
liberación del material intracelular .  
El análisis de las células en el microscopio electrónico de barrido permite observar 
estructuras en mayores magnificaciones, debido a esto, se pueden diferenciar cambios 
antes y después de un tratamiento de rompimiento en la estructura celular. En este caso, 
las células a las que no se les aplicó el tratamiento con el péptido presentaron una forma 
esférica y aparentemente intacta, mientras que cuando se aplicó el tratamiento, se 
observaron células rotas o restos celulares. El análisis de SEM es consistente de acuerdo 
con los resultados observados en el reporte de (Karthikeyan y Prathima 2017) en donde 
se demuestran visualmente la degradación completa de la pared celular de N. 
oleoabundans después de un pretratamiento. 
La celulosa es uno de los principales componentes de la pared celular de N. oleoabundans 
(Chantanachat y  Bold 1962), por lo tanto, la actividad celulolítica debería ser efectiva 
para romper a las células, otros autores (Rashidi y Trindade 2018) mencionan que la pared 
celular de N. oleoabundans está compuesta principalmente por 24.3 % de carbohidratos, 
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31.5% proteínas, 22.2 % lípidos y un 7.8% de material inorgánico, dicha composición es 
muy similar a la pared celular de las plantas terrestres en donde los carbohidratos son el 
principal componente. De acuerdo con lo anterior, el posible mecanismo de acción del 
péptido sobre la microalga pudiera ocurrir de la siguiente manera: La melitina se encuentra 
solubilizada en el medio acuoso en forma de monómero y se encuentra con la célula para 
penetrar la envoltura celular, después los monómeros son oligomerizados para formar 
estructuras formadoras de poro, dicha formación conduce a la perturbación de la 
homeostasis y con esto ocurre las lisis. Este mecanismo propuesto coincide con lo 
reportado por (Kataev et al. 2012) en donde evaluaron el efecto de toxinas peptídicas 
provenientes de Bacillus cereus. Otras investigaciones mencionan que para reducir las 
floraciones algales utilizaron el péptido α-helicoidal HP y sus análogos HPA3 y 
HPR3NT3, el efecto fue de reducción en la movilidad de las algas, la disrupción de su 
membrana plasmática y la liberación de los componentes intracelulares. El mecanismo 
que proponen es que el péptido actúa sobre la célula mediante formación de poros, lisando 
la membrana. El carácter anfipático permite que las moléculas actúen en la membrana por 
una actividad permeante, y así puedan unirse fácilmente a la membrana plasmática e 
insertarse en la bicapa lipídica  (S. C. Park et al. 2011)(S.-C. Park et al. 2008) . De 
cualquier forma, es importante remarcar que los posibles mecanismos propuestos deberán 
ser confirmados mediante experimentos específicos.  
Con relación a la dosis de melitina que se aplicó en este estudio que fue de 10 µg/ml, fue 
elegida de acuerdo a los resultados obtenidos en el capítulo 1 de esta investigación, además 
dicha dosis coincide con un reporte previo en donde se presentó un efecto tóxico de casi 
el 100% en la reducción de su crecimiento, en donde se analizaron los efectos biológicos 
del péptido melitina sobre la microalga unicelular Pseudokirchneriella subcapitata, con 
la finalidad de evaluar la toxicidad cuando se le da un uso terapéutico en medicina a dicho 
péptido (Galdiero et al. 2015). 
Mediante esta investigación se probó que el péptido melitina puede causar disrupción 
celular a un alto porcentaje y con una cantidad aceptable de recuperación de lípidos, por 
lo tanto, el siguiente paso sería realizar una evaluación económica de esta técnica para ver 
si es realmente viable en comparación con otras técnicas. De cualquier manera, una 
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estrategia para reciclar el péptido melitina, puede ser inmovilizarla en un soporte en el 
cual se podrían hacer pasar los cultivos de microalgas para que exista la interacción 
necesaria con el péptido. Esta opción debe ser explorada debido a que la melitina presenta 
buena estabilidad y mantiene su efecto en un amplio rango de temperaturas (Faucon et al. 
1979). Otra estrategia podría ser el uso de ingeniería genética en la microalga para que 
exprese el péptido melitina. Se ha realizado la estrategia mencionada anteriormente pero 
en la levadura Kluyveromyces lactis para que exprese melitina (Husseneder et al. 2016). 
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CONCLUSIONES 
 
Con base en los resultados obtenidos bajo las condiciones desarrolladas de esta 
investigación y considerando la discusión de esta, se derivan las siguientes conclusiones:  
 La melitina tiene la propiedad intrínseca de insertarse a monocapas realizadas con 
los principales galactolípidos MGDG y DGDG presentes en la pared celular de las 
microalgas.   
 De las diferentes condiciones de cultivo aplicadas a la microalga, se encontró que 
la que producía una mayor cantidad de lípidos fue la realizada a 32°C y exceso de 
nutrientes (nitratos a 14.71mM y fosfatos a 6.42mM). 
 Se probó la técnica de disrupción celular basada en el uso del péptido melitina a 
10µg/ml durante 30 minutos sobre microalga N. oleoabundans cultivada a 
diferentes condiciones en las cuales se presentó diferencia significativa en la 
cantidad de lípidos con respecto al control en la suspensión de las células 
cultivadas a 32°C y exceso de nutrientes (nitratos a 14.71mM y fosfatos a 
6.42mM) y en 32°C nitratos 2.94mM y fosfatos 1.29mM. 
 Al evaluar el sobrenadante de las células cultivadas a diferentes condiciones y 
tratadas con el péptido melitina, se observó diferencia significativa en la cantidad 
de lípidos con respecto al control en la condición de 32° y concentraciones de 
nitratos a 14.71mM y fosfatos a 6.42mM, demostrando una liberación de dichos 
lípidos. 
 Existe un efecto a nivel celular del tratamiento con el péptido melitina sobre la 
microalga N. oleoabundans confirmado mediante la determinación del porcentaje 
de disrupción celular, siendo 83.6% el más alto y fue dado por la condición de 
cultivo a 32°C y concentraciones de nitratos a 14.71mM y fosfatos a 6.42 mM. 
También las técnicas de microscopia empleadas confirman dicho efecto bajo la 
condición mencionada, presentándose diferencias morfológicas entre el control y 
el tratamiento.  
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 Se potenció la extracción de los lípidos de la microalga N. oleoabundans mediante 
el rompimiento celular con el péptido melitina mostrándose un incremento del 
doble en el % w/w con respecto al control. 
 Fue de gran relevancia analizar el efecto del péptido bajo las diferentes 
condiciones de cultivo debido a que no se presentó el mismo efecto en todas las 
que se probaron debido a los posibles cambios en la pared celular de la célula, lo 
que hace que se modifique su permeabilidad.  
 El uso del pretratamiento con el péptido melitina ofrece una opción prometedora 
para potenciar la obtención de lípidos de las microalgas, sin embargo, esta técnica 
se encuentra aún poco explorada y aparenta ser selectiva con las diferentes 
condiciones de cultivo de las microalgas, además que es necesario realizar futuras 
evaluaciones para ver si el proceso resulta escalable. 
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PERSPECTIVAS 
 
A partir de la información presentada en esta investigación, las perspectivas de trabajos 
futuros se orientan en varias direcciones.  
En un primer plano se encuentra el hacer económicamente factible el proceso, dentro de 
las posibles estrategias se encuentra la fijación del péptido en una matriz para que entre 
en contacto directo con el cultivo y cause la disrupción, lo cual permitiría la reutilización 
del péptido. Otra estrategia que valdría la pena analizar, es la modificación genética de la 
microalga para que en cierta fase pudiera expresar el péptido y con esto causar una 
disrupción celular. También es de gran importancia el probar el efecto con otras cepas y a 
su vez diferentes condiciones de cultivo, debido por la aparente selectividad del péptido 
para efectuar el rompimiento. Otro aspecto que sería importante analizar si un excesivo 
tiempo de interacción del péptido con la microalga pudiera causar una degradación de los 
lípidos. Finalmente se pudiera analizar la acción de un pretratamiento combinado, ya sea 
físico o biológico para incrementar el efecto o inclusive para provocarlo en donde no se 
haya presentado por las diferencias en la pared celular. 
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Anexo 1. Curvas de crecimiento de la microalga N. oleoabundans en fotobiorreactores bajo una 
temperatura de 25°C. A: N 0.642 mM, P 1.47 mM. B: N 2.94 mM, P 1.29 mM. C: N 14.71mM, 
P 6.42mM.  
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Anexo 2. Curvas de crecimiento de la microalga N. oleoabundans en fotobiorreactores bajo una 
temperatura de 25°C. A: N 0.642 mM, P 1.47 mM. B: N 2.94 mM, P 1.29 mM. C: N 14.71mM, 
P 6.42mM. 
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ANÁLISIS ESTADÍSTICOS 
-% DE DISRUPCIÓN CELULAR  
Estadísticos descriptivos 
Temperatura Nutrientes Media Desviación típica N 
25 SB 13.5544 3.62104 3 
SN 15.9011 3.34412 3 
SA 12.6178 2.48494 3 
Total 14.0244 3.12459 9 
32 SB 26.3501 3.59803 3 
SN 52.1900 4.29087 3 
SA 83.6333 3.74329 3 
Total 54.0578 25.07114 9 
Total SB 19.9523 7.71632 6 
SN 34.0456 20.17184 6 
SA 48.1256 39.00049 6 
Total 34.0411 26.91885 18 
 
Para demostrar homogeneidad de los datos  
Contraste de Levene sobre la igualdad de las varianzas errora 
 
F gl1 gl2 Sig. 
.119 5 12 .986 
 
Para demostrar normalidad de los datos  
Temperatura Nutrientes VAR00003 
25 SB N 3 
Parámetros normalesa,b Media 13.5544 
Desviación típica 3.62104 
Diferencias más extremas Absoluta .220 
Positiva .220 
Negativa -.189 
Z de Kolmogorov-Smirnov .381 
Sig. asintót. (bilateral) .999 
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SN N 3 
Parámetros normalesa,b Media 15.9011 
Desviación típica 3.34412 
Diferencias más extremas Absoluta .338 
Positiva .338 
Negativa -.241 
Z de Kolmogorov-Smirnov .585 
Sig. asintót. (bilateral) .884 
SA N 3 
Parámetros normalesa,b Media 12.6178 
Desviación típica 2.48494 
Diferencias más extremas Absoluta .367 
Positiva .367 
Negativa -.265 
Z de Kolmogorov-Smirnov .635 
Sig. asintót. (bilateral)  .814 
32 SB N 3 
Parámetros normalesa,b Media 26.3501 
Desviación típica 3.59803 
Diferencias más extremas Absoluta .278 
Positiva .278 
Negativa -.204 
Z de Kolmogorov-Smirnov .482 
Sig. asintót. (bilateral) .974 
SN N 3 
Parámetros normalesa,b Media 52.1900 
Desviación típica 4.29087 
Diferencias más extremas Absoluta .177 
Positiva .177 
Negativa -.176 
Z de Kolmogorov-Smirnov .307 
Sig. asintót. (bilateral) 1.000 
SA N 3 
Parámetros normalesa,b Media 83.6333 
Desviación típica 3.74329 
Diferencias más extremas Absoluta .232 
Positiva .192 
Negativa -.232 
Z de Kolmogorov-Smirnov .402 
Sig. asintót. (bilateral) .997 
a. La distribución de contraste es la Normal. 
b. Se han calculado a partir de los datos. 
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Decisión: El valor P señalado es mayor a 0,05. Ho se acepta. 
Conclusión:  Todos los grupos formados todos tienen distribución normal y 
homogeneidad de varianzas.  
Análisis de varianza (ANOVA) 
Hipótesis: 
Ho: El porcentaje de disrupción celular por medio del péptido, es igual en las células de 
microalgas cultivadas a las dos diferentes temperaturas y las tres diferentes 
concentraciones de nutrientes.  
Ha: El porcentaje de disrupción celular por medio del péptido, es diferente en las células 
de microalgas cultivadas a las dos diferentes temperaturas y las tres diferentes 
concentraciones de nutrientes.  
Pruebas de los efectos inter-sujetos 
Variable dependiente: VAR00003 
Origen Suma de 
cuadrados 
tipo III 
gl Media 
cuadrática 
F Sig. 
Modelo corregido 12166.939a 5 2433.388 192.516 .000 
Intersección 20858.357 1 20858.357 1650.194 .000 
Temperatura 7212.017 1 7212.017 570.574 .000 
Nutrientes 2381.205 2 1190.602 94.194 .000 
Temperatura * 
Nutrientes 
2573.718 2 1286.859 101.809 .000 
Error 151.679 12 12.640   
Total 33176.976 18    
Total corregida 12318.619 17    
a. R cuadrado = .988 (R cuadrado corregida = .983) 
Decisión: Ho se rechaza debido a que el valor de P es < a 0.05 por lo tanto, es significativo. 
Conclusión: Existe diferencia en el porcentaje de disrupción celular con el tratamiento del 
péptido sobre las células cultivadas a 25°C y 32° C y a las diferentes concentraciones de 
nutrientes. 
 
99 
 
POST HOC Comparaciones múltiples 
DHS de Tukey 
(I)Nutriente
s 
(J)Nutriente
s 
Diferencia de 
medias (I-J) 
Error 
típ. 
Sig. Intervalo de confianza 95% 
Límite 
inferior 
Límite 
superior 
SB 
SN -14.0933* 2.05264 .000 -19.5695 -8.6171 
SA -28.1733* 2.05264 .000 -33.6495 -22.6971 
SN 
SB 14.0933* 2.05264 .000 8.6171 19.5695 
SA -14.0800* 2.05264 .000 -19.5562 -8.6038 
SA 
SB 28.1733* 2.05264 .000 22.6971 33.6495 
SN 14.0800* 2.05264 .000 8.6038 19.5562 
Conclusión: Existe efecto al usar diferente temp. 25° y 32°. Existe una interacción 
positiva entre los nutrientes.  
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% DE LÍPIDOS EXTRAÍDOS POR GRAVIMETRÍA  
Prueba T 
Estadísticos de grupo 
 
Tratamiento N Media Desviación típ. Error típ. de la 
media 
lípidos 
Melitina 3 85.293333 1.4403588 .8315915 
Control 3 46.140000 .9026627 .5211526 
 
Prueba de muestras independientes 
 Prueba de Levene 
para la igualdad de 
varianzas 
Prueba T para la igualdad de medias 
F Sig. t gl Sig. 
(bilateral) 
Diferencia de 
medias 
Error típ. de la 
diferencia 
95% Intervalo de 
confianza  
Inferior Superior 
lípidos 
Se han asumido 
varianzas iguales 
1.070 .359 39.895 4 .000 39.1533333 .9813992 36.4285323 41.8781344 
No se han asumido 
varianzas iguales 
  
39.895 3.361 .000 39.1533333 .9813992 36.2115627 42.0951039 
Prueba de Levine para determinar igualdad de varianzas: 
Ho: Todas las varianzas son iguales  
Ha: Todas las varianzas son diferentes. 
Decisión y conclusión: Ho se rechaza debido a que el nivel de significancia para la 
prueba de Levine fue de 0.359 siendo mayor que α=0.05 por lo tanto las varianzas son 
iguales. 
 
Prueba de T-student: 
 
Ho: No existe diferencia entre el tratamiento y el control. 
Ha: Existe diferencia entre el tratamiento y el control.  
 
Decisión: El valor de P fue de 0.05 lo cual es menor que 0.05, por lo tanto, Ho se 
rechaza 
Conclusión: Existe diferencia significativa entre el tratamiento y el control. 
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PRUEBAS DE COMPARACION DE MEDIAS: T STUDENT PARA IF Y EQUIVALENTES DE TRIOLEINA 
IF SUSPENSIÓN 
 
 
 
HIPÓTESIS  
Prueba de Leveane 
Ho: Las varianzas de la variable dependiente son iguales. 
Ha: Las varianzas de la variable dependiente son diferentes. 
Decisión: Ho se acepta debido a que el valor de P> 0.05.  
Pruebas T-student 
Ho: No hay diferencia entre los valores de IF del control y el 
tratamiento de cada condición en la que fueron cultivadas las 
microalgas.  
Ha: Existe diferencia entre los valores de IF del control y el 
tratamiento de cada condición en la que fueron cultivadas las 
microalgas. 
Condición Decisión  
25° SB Ho se acepta 
25° SN  Ho se acepta 
25° SA Ho se acepta 
32° SB Ho se acepta 
32° SN  Ho se rechaza 
32° SA Ho se rechaza 
 
103 
 
 
104 
 
IF PELLET 
 
 
 
 
 
 
HIPÓTESIS  
Prueba de Leveane 
Ho: Las varianzas de la variable dependiente son iguales. 
Ha: Las varianzas de la variable dependiente son diferentes. 
Decisión: Ho se acepta debido a que el valor de P> 0.05.  
Pruebas T-student 
Ho: No hay diferencia entre los valores de IF PELLET del 
control y el tratamiento de cada condición en la que fueron 
cultivadas las microalgas.  
Ha: Existe diferencia entre los valores de IF PELLET del 
control y el tratamiento de cada condición en la que fueron 
cultivadas las microalgas. 
Condición Decisión  
25° SB Ho se acepta 
25° SN  Ho se acepta 
25° SA Ho se acepta 
32° SB Ho se acepta 
32° SN  Ho se rechaza 
32° SA Ho se rechaza 
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IF SOBRENADANTE 
 
 
 
 
 
 
 
HIPÓTESIS  
Prueba de Leveane 
Ho: Las varianzas de la variable dependiente son iguales. 
Ha: Las varianzas de la variable dependiente son diferentes. 
Decisión: Ho se acepta debido a que el valor de P> 0.05.  
Pruebas T-student 
Ho: No hay diferencia entre los valores de IF 
SOBRENADANTE del control y el tratamiento de cada 
condición en la que fueron cultivadas las microalgas.  
Ha: Existe diferencia entre los valores de IF 
SOBRENADANTE del control y el tratamiento de cada 
condición en la que fueron cultivadas las microalgas. 
Condición Decisión  
25° SB Ho se acepta 
25° SN  Ho se acepta 
25° SA Ho se acepta 
32° SB Ho se acepta 
32° SN  Ho se rechaza 
32° SA Ho se rechaza 
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EQUIVALENTES DE TRIOLEINA-SUSPENSIÓN 
 
 
 
 
 
 
 
HIPÓTESIS  
Prueba de Leveane 
Ho: Las varianzas de la variable dependiente son iguales. 
Ha: Las varianzas de la variable dependiente son diferentes. 
Decisión: Ho se acepta debido a que el valor de P> 0.05.  
Pruebas T-student 
Ho: No hay diferencia entre los valores de EQUIVALENTES 
DE TRIOLEINA-SUSPENSIÓN del control y el tratamiento 
de cada condición en la que fueron cultivadas las microalgas.  
Ha: Existe diferencia entre los valores de EQUIVALENTES DE 
TRIOLEINA-SUSPENSIÓN del control y el tratamiento de 
cada condición en la que fueron cultivadas las microalgas 
Condición Decisión  
25° SB Ho se acepta 
25° SN  Ho se acepta 
25° SA Ho se acepta 
32° SB Ho se acepta 
32° SN  Ho se rechaza 
32° SA Ho se rechaza 
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EQUIVALENTES DE TRIOLEINA-PELLET HIPÓTESIS  
Prueba de Leveane 
Ho: Las varianzas de la variable dependiente son iguales. 
Ha: Las varianzas de la variable dependiente son diferentes. 
Decisión: Ho se acepta debido a que el valor de P> 0.05.  
Pruebas T-student 
Ho: No hay diferencia entre los valores de EQUIVALENTES 
DE TRIOLEINA-PELLETdel control y el tratamiento de cada 
condición en la que fueron cultivadas las microalgas.  
Ha: Existe diferencia entre los valores de EQUIVALENTES DE 
TRIOLEINA-PELLET del control y el tratamiento de cada 
condición en la que fueron cultivadas las microalgas 
Condición Decisión  
25° SB Ho se acepta 
25° SN  Ho se rechaza 
25° SA Ho se rechaza 
32° SB Ho se acepta 
32° SN  Ho se rechaza 
32° SA Ho se rechaza 
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EQUIVALENTES DE TRIOLEINA-SOBRENADANTE 
 
 
 
 
 
 
 
HIPÓTESIS  
Prueba de Leveane 
Ho: Las varianzas de la variable dependiente son iguales.Ha: Las 
varianzas de la variable dependiente son diferentes.  
Decisión: Ho se acepta debido a que el valor de P> 0.05.  
Pruebas T-student 
Ho: No hay diferencia entre los valores de EQUIVALENTES 
DE TRIOLEINA-SOBRENADANTE del control y el 
tratamiento de cada condición en la que fueron cultivadas las 
microalgas.  
Ha: Existe diferencia entre los valores de EQUIVALENTES DE 
TRIOLEINA-SSOBRENADANTE del control y el tratamiento 
de cada condición en la que fueron cultivadas las microalgas 
Condición Decisión  
25° SB Ho se acepta 
25° SN  Ho se acepta 
25° SA Ho se rechaza 
32° SB Ho se acepta 
32° SN  Ho se acepta 
32° SA Ho se rechaza 
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